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1. Einleitung 
 
 
1.1. Einführung 
 
Gallensäuren werden in der Leber aus Cholesterin gebildet und gelangen über die Gallenwege 
in den Dünndarm, wo sie die Aufnahme von Fetten und fettlöslichen Vitaminen erleichtern. 
95% der Gallensäuren werden im terminalen Ileum rückresorbiert und gelangen wieder zur 
Leber, die restlichen 5% werden mit dem Stuhl ausgeschieden. Bei verschiedenen Leber- und 
Gallenwegserkrankungen können die Gallensäuren nicht mehr fäkal ausgeschieden werden, 
was zu einem Anstieg der Serumkonzentration der Gallensäuren führt. Die renale Exkretion 
steigt dann zwar an, kann aber die Akkumulation der Gallensäuren im Körper nicht 
verhindern. Es kommt zu vielfältigen Symptomen, wobei das generalisierte Hautjucken im 
Vordergrund steht.  
Trotz seiner Bedeutung bei Leber- und Gallenwegserkrankungen wurde der renale 
Gallensäure-Transporter, im Gegensatz zu dem hepatischen und dem ilealen Gallensäure-
Transporter,  bisher kaum untersucht.   
 
 
1.2. Ziel 
 
Die verminderte tubuläre Rückresorption der Gallensäuren ist wahrscheinlich die 
Hauptursache für deren erhöhte renale Clearance unter einer Cholestase. Daher beschäftigt 
sich diese Arbeit mit dem hierfür zuständigen Gallensäure-Transporter (ASBT) der Niere, der 
an der Bürstensaummembran proximaler Tubuluszellen lokalisiert ist, und seinen 
Anpassungsvorgängen unter Cholestase.  
Für die Versuche wurden proximale Tubuluszellen, sowohl von Ratten ohne 
Gallengangsligatur als auch von Ratten 24 Stunden nach Gallengangsligatur, isoliert und 
anschließend mit radioaktiv markiertem Taurocholat inkubiert. Es galt die Aufnahmekinetik 
von Taurocholat, welches als Prototyp der Gallensäuren gilt, unter normalen und unter 
Cholestasebedingungen zu bestimmen und die Ergebnisse miteinander zu vergleichen. 
Zur Optimierung der Versuche wurden zusätzlich sowohl die Rattenrassen Wistar und 
Sprague-Dawley als auch verschiedene Kollagenasen, bezüglich der Gewinnung proximaler 
Tubuluszellen, miteinander verglichen. 
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1.3. Methodik 
 
Die in dieser Arbeit verwendete Methode zur Gewinnung der proximalen Tubuluszellen ist 
von Boogard et al. (1) entwickelt worden. Sie ist seit Jahren anerkannt und vielfach 
überarbeitet worden (2-6). Im Gegensatz zu vielen Transportstudien, welche an kultivierten 
Zellen durchgeführt werden, wird in diesen Versuchen mit nativen Zellen gearbeitet, wodurch 
eine höhere physiologische Relevanz der Ergebnisse erzielt wird. Die Methode ist allerdings 
zeitaufwendig und technisch schwierig, da sie die Perfusion der Nieren in vivo erfordert, um 
eine hohe Zellausbeute zu erreichen. Mit den so gewonnenen, vitalen, proximalen 
Tubuluszellen lassen sich die Transporter verschiedener Stoffe charakterisieren. In dieser 
Arbeit wurde ausschließlich die apikale Aufnahmekinetik für Taurocholat bestimmt, da eine 
basolaterale Aufnahme von Taurocholat in vorherigen Untersuchungen nicht nachgewiesen 
werden konnte (7-9).    
 
 
  
2. Theoretische Grundlagen 
 
2.1. Makroskopische Anatomie der Niere 
 
Die Niere ist paarig angelegt und liegt beiderseits retroperitoneal in den Fossae lumbales 
zwischen M. psoas und M. quadratus lumborum (Höhe etwa LWK1-3). Das Gewicht der 
Niere eines Erwachsenen liegt zwischen 120 und 200g, sie ist 10-12cm lang, 5-6cm breit und 
etwa 4cm dick.  Lateral ist die Niere konvex und bogenförmig, medial setzt sich der von den 
Polen kommende Nierenrand in eine Einziehung fort, welche Hilum renale genannt wird. Das 
Hilum renale, welches in der Höhe des 2. Lendenwirbelkörpers liegt, ist der Eintrittsort 
einiger Äste der A. renalis und der Austrittsort der V. renalis und des Ureters. Die Niere ist 
von der Capsula fibrosa, einer derben bindegewebigen Kapsel umgeben, welche beim 
gesunden Organ leicht abziehbar ist. Die Niere gliedert sich in das Nierenparenchym und ein 
Hohlraumsystem, welches aus dem Nierenbecken (Pelvis renalis) und den Nierenkelchen 
(Calices renales) besteht. Das Parenchym wird in das innen gelegene Nierenmark und die 
umgebende Nierenrinde unterteilt. Das Nierenmark besteht aus 12-18 Markpyramiden, deren 
zugespitzte Enden (Papillae renales), durchschnittlich acht, in die Kelche des Nierenbeckens 
hineinragen. Die Nierenrinde liegt zwischen den einzelnen Markpyramiden und zwischen 
deren Basis und der Capsula fibrosa. Aus Epithelrohren bestehende Markstrahlen sieht man 
von der Pyramidenbasis kapselwärts durch die Rinde ziehen. Die zwischen den  Markstrahlen 
liegende Substanz wird Rindenlabyrinth bezeichnet.  
 
Abb. 1: Längsschnitt durch die Niere. (aus Schiebler, T.H., 
Schmitt, W.: Anatomie, Springer Verlag, 6. Auflage, 1995) 
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2.2. Mikroskopische Anatomie der Niere 
 
Jede Niere enthält etwa 1,2 Millionen Nephrone. Ein Nephron wird in Nierenkörperchen 
(Corpusculum renale) und Nierenkanälchen (Tubulus renalis) unterteilt. Ein 
Nierenkörperchen besteht im wesentlichen aus der Bowmanschen Kapsel (Capsula glomeruli) 
und dem Glomerulus. Die Bowmansche Kapsel bildet sich aus zwei Blättern, einem äußeren 
(parietalen) Blatt aus platten Epithelzellen und einem inneren (viszeralen) Blatt aus 
Deckzellen (Podozyten), welche den Kapillaren des Glomerulus aufliegen. Zwischen diesen 
Blättern befindet sich ein spaltförmiger Kapselraum (Lumen capsulae), in das der Primärharn 
abfiltriert wird. Der aus knäuelartig zusammenliegenden Kapillarschlingen bestehende 
Glomerulus füllt bis auf den Kapselraum beinahe das gesamte Nierenkörperchen aus. 
 
 
Abb. 2: Nierenkörperchen mit Glomerulus innen 
und umgebender Bowman-Kapsel. (aus Schiebler, 
T.H., Schmitt, W.: Anatomie, Springer Verlag, 
5. Auflage, 1991) 
 
Aus dem Kapselraum fließt der Primärharn in das ca. 4cm lange Tubulussystem, welches die 
Verbindung zwischen Nierenkörperchen und Sammelrohr darstellt und in vier Bereiche 
unterteilt wird.  
Das Tubulussystem beginnt mit einem gewundenen Teil innerhalb der Rinde, Pars convoluta 
des proximalen Tubulus, welcher von iso- bis hochprismatischem Epithel ausgekleidet wird. 
An der lumenwärtigen Seite der Epithelzellen befindet sich ein hoher Bürstensaum, an der 
entgegengesetzten Seite Mitochondriensäulen und Einfaltungen der Plasmamembran. Die 
Epithelzellen sind untereinander durch passierbare Zonulae occludentes verbunden, außerdem 
basolateral durch interdigitierende Zellfortsätze.  
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Abb. 3: Proximale Tubuluszelle (aus Schiebler, T.H., 
Schmitt, W.: Anatomie, Springer Verlag, 6. Auflage, 1995) 
 
Die Pars convoluta setzt sich dann als Pars recta, gerade verlaufend, im Mark fort.  
Der folgende intermediäre Tubulus verläuft zuerst gerade bis er U-förmig umbiegt, um dann 
wiederum geradeaus in Richtung Rinde zu ziehen. Aus diesem geht die Pars recta des distalen 
Tubulus hervor, welche innerhalb der Markstrahlen weiterhin Richtung Rinde verläuft und in 
die Pars convoluta mündet. Die Pars recta des proximalen Tubulus, der intermediäre Tubulus 
und die Pars recta des distalen Tubulus werden als Henle-Schleife bezeichnet, da sie 
funktionell zusammen bei der Wasserreabsorption und der Harnkonzentration wirken. Die 
Pars convoluta distalis verläuft gewunden in der Nierenrinde und bildet gemeinsam mit der 
Pars convoluta proximalis das Rindenlabyrinth. Der Verbindungstubulus leitet schließlich den 
Harn in das Sammelrohr, welches nicht mehr zum Nephron gehört. In einem Sammelrohr 
münden etwa zehn Nephrone, welche dann zu mehreren in die Ductus papillares münden. 
Schließlich enden jeweils etwa 15-20 Ductus papillares in einer Nierenpapille, aus denen der 
Endharn in die Nierenkelche fließt.  
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Abb. 4: Schematische Darstellung des feineren 
Baus der Niere. Zwei Nephrone mit langer und kurzer 
Henle-Schleife. (aus Schiebler, T.H., Schmitt, W.: 
Anatomie, Springer Verlag, 6. Auflage, 1995) 
 
 
2.3. Gefäßversorgung der Niere 
 
Wegen ihrer Filtrationsfunktion werden die Nieren besonders gut durchblutet, etwa 1,2 Liter 
Blut durchfließen sie in der Minute. Die Niere erhält ihr Blut über die A. renalis, welche 
direkt aus der Aorta hervorgeht und die sich über einen R. anterior und posterior in fünf Aa. 
segmenti aufteilt. Aus diesen gehen die Aa. interlobares hervor, welche in den Columnae 
renales zwischen den Pyramiden verlaufen bis sie sich in Aa. arcuatae aufteilen. Die Aa. 
arcuatae ziehen von der Rinde ins Mark und teilen sich in Aa. interlobulares, welche dann 
wieder zwischen zwei Markstrahlen verlaufen. Aus ihnen gehen die Arteriolae glomerularis 
afferentes hervor, die über den Gefäßpol in die Nierenkörperchen eintreten und hier als 
Kapillarknäuel die Glomeruli bilden. Ein Teil des Plasmas wird hier abfiltriert, der Rest des 
Blutes gelangt von den Glomeruli in die Arteriolae glomerularis efferentes und wird über das 
Venensystem (gleichnamig den Arterien) in den großen Blutkreislauf zurückgeleitet. Die 
Arteriolae glomerularis efferentes der marknahen Glomeruli versorgen zusätzlich das 
Nierenmark. Nach Aufteilung bilden sie lange Vasa recta, welche absteigend ins Mark ziehen 
und dort den Kapillarplexus bilden. Den absteigenden Vasa recta legen sich aufsteigende 
venöse Vasa recta an (Gegenstromprinzip), die das Blut über das Venensystem zurückleiten. 
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Abb. 5: Gefäßarchitektur der Niere. Pfeile, 
Richtung des Blutstroms (aus Schiebler, T.H., Schmitt, W.: 
Anatomie, Springer Verlag, 6. Auflage, 1995) 
 
 
2.4. Physiologie der Niere 
 
2.4.1. Funktionen der Niere 
Die Niere ist das Hauptausscheidungsorgan des Körpers für Stoffwechselendprodukte, 
Fremdstoffe, Elektrolyte und Wasser. Zusammen produzieren beide Nieren durchschnittlich 
etwa 1,5 Liter Urin täglich. 
Die Hauptaufgaben der Niere sind die Exkretion harnpflichtiger Substanzen (Harnstoff, 
Harnsäure, NH4+, Kreatinin, Phosphate, Sulfate wie auch Medikamente, Gifte, Drogen), die 
Konservierung von Bedarfsstoffen durch Filtrationsbarrieren oder durch tubuläre 
Rückresorption (Kohlenhydrate, Aminosäuren, Fettsäuren, Wasser, Gallensäuren), die 
Regulation des Wasser- und Elektrolyt-Haushalts und des Säure-Basen-Haushalts, außerdem 
werden von ihnen verschiedenartige endokrine Funktionen wahrgenommen. Die funktionelle 
Einheit ist das oben beschriebene Nephron, welches sich aus dem Glomerulus, dem 
proximalen Tubulus, der Henle-Schleife und dem distalen Tubulus zusammensetzt. 
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2.4.2. Grundmechanismen der Ausscheidungsfunktion der Niere 
Durch glomeruläre Filtration entstehen 180 Liter Vorurin täglich, dessen Volumen und 
Zusammensetzung sich durch Sekretion und Resorption im Tubulussystem so ändert bis 
schließlich etwa 1,5 Liter Endurin ausgeschieden werden können. 
 
2.4.2.1. Glomeruläre Filtration 
Durch den Blutdruck werden ca. 20% des Serumwassers aus den glomerulären 
Kapillarschlingen in den spaltförmigen Kapselraum der Bowmanschen Kapsel gepreßt. Die 
für die Zusammensetzung dieses fast eiweißfreien Glomerulusfiltrates entscheidende 
Filtrationsbarriere besteht aus drei Schichten, genauer gesagt aus Endothelzellen, einer 
Basalmembran und epithelialen Podozyten. Diese Barriere verhält sich so, als ob 2-4nm große 
Poren existieren würden, wobei aufgrund der negativen Wandladungen kationische 
Makromoleküle bei gleicher Größe leichter als Anionen passieren können. Je nach Größe und 
Ladung kommt es also zu einer Durchtrittsbehinderung der Moleküle. 120ml 
Glomerulusfiltrat gelangen minütlich ins Tubulussystem. 
 
2.4.2.2. Tubuläre Sekretion und Resorption 
Das Glomerulusfiltrat ist eine viel zu verschwenderische Vorauslese der auszuscheidenden 
Substanzen, weswegen in den Nierentubuli die für den Körper erhaltenswerten Substanzen je 
nach Bedarf rückresorbiert werden. 99% des Natriumchlorids, des Kaliums und des Wassers  
werden beispielsweise rückresorbiert. 
Das Tubulussystem besteht aus Epithelzellen, in deren luminaler und basolateraler Membran 
Carrier, Pumpen und Kanäle asymmetrisch eingebaut sind, was transzelluläre Transporte 
ermöglicht. Die Na+-K+-ATPase in der basolateralen Membran senkt die intrazelluläre Na+-
Konzentration unter Verbrauch von ATP (primär-aktiver Transport). Der dabei entstehende 
elektrochemische Na+-Gradient ist der Antrieb für den Na+-Symport und den Na+-
Antitransport (sekundär-aktiver Transport), außerdem ist er verantwortlich für die Na+-
Diffusion über entsprechende Kanäle. Da ein Großteil des Transports elektrogen ist, existiert 
parazellulär noch ein passiver Transport entlang eines elektrochemischen Gradienten v.a. von 
Chlorid. Die Summe aller resorbierten Solute ist der Antrieb für die Wasserresorption, denen 
das Wasser vorwiegend parazellulär und passiv folgt. Das Mitführen von Soluten mit dem 
Wasser nennt man Konvektion (solvent drag).  
Die Wand des proximalen Tubulus ist wegen der schmalen Schlussleisten leck, daher besteht 
die Möglichkeit große Substanzmengen gegen kleine Konzentrationsgradienten zu 
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transportieren, wohingegen die distalen Tubuli mitteldicht sind und eher kleine 
Substanzmengen gegen große Konzentrationsgradienten transportieren. Außerdem können 
verschiedene Bedarfs- und Fremdstoffe (Urate, organische Anionen und Kationen usw.) aktiv 
aus der Tubuluszelle in das Lumen sezerniert werden. Der vom Tubulussystem modifizierte 
Urin wird in dem folgenden Sammelrohr noch geringfügig verändert und gelangt schließlich 
als Endurin ins Nierenbecken. 
 
2.4.2.2.1. Transport im proximalen Tubulus   
Im proximalen Tubulus werden 60-70% des filtrierten Natriums, des Chlorids und des 
Wassers resorbiert. Natrium wird hier vor allem im Kotransport mit anderen Substanzen 
resorbiert, entweder über einen Antiportcarrier im Austausch mit H+ oder über einen 
Symportcarrier gemeinsam mit Glucose, Phosphat, neutralen und sauren Aminosäuren, Sulfat 
u.a.. Spätproximal existieren außerdem apikale Na+-Kanäle durch die Na+ in die Zelle 
strömen kann. Ein Mehrfaches der Na+-Menge wird zusätzlich durch Diffusion und 
Konvektion parazellulär transportiert. Über verschiedene Carrier können außerdem 
organische Säuren und Basen aktiv in das Tubuluslumen sezerniert werden. 
  
 
2.5. Gallensäuren und ihre Transporter 
 
2.5.1. Aufbau und Funktion der Gallensäuren 
Gallensäuren werden in der Leber aus Cholesterin gebildet (10), beim Menschen entstehen 
hierbei vor allem Cholat und Chenodeoxycholat. Diese Gallensäuren können mit einer 
Aminosäure konjugiert werden, beispielsweise würde bei Konjugation von Cholat mit Taurin 
Taurocholat und bei Konjugation mit Glycin Glykocholat entstehen. Bei physiologischem pH-
Wert dissoziieren sie aufgrund ihrer niedrigen pK-Werte (Taurocholat 1,54 und Glykocholat 
etwa 4). Daher sind die konjugierten Gallensäuren in den Dünndarm abgegeben, gute 
anionische Detergentien für sonst schlecht lösliche Lipide. Sie bilden meist zylindrische 
Mizellen und wirken als Emulgatoren für Nahrungslipide (z.B. Triglyzeride, Cholesterin und 
dessen Ester), was die Resorption durch die Darmschleimhaut ermöglicht.  
 
 
 
  
2.5.2. Charakteristika von Taurocholat 
Taurocholat ist eine Gallensäure, die aus der Konjugation einer primären Gallensäure mit der 
Aminosäure Taurin entstanden ist. 
H
OH OH
OH
C N
O H
SO3H
Abb. 6.: Strukturformel Taurocholat 
 
Ihre physikalischen Eigenschaften machen eine signifikante transmembranäre Diffusion 
unwahrscheinlich. Sie ist für Wasserporen zu groß, schlecht fettlöslich und hat einen pKa von 
1,54. Bei einem physiologischen pH-Wert liegt Taurocholat als Anion vor, was ebenfalls 
gegen eine transmembranäre Diffusion spricht. Dies ist möglicherweise der Grund dafür, dass 
pH-Änderungen des Urins keinen Einfluss auf die Taurocholat-Clearance haben (11;12). 
Taurocholat ist als gängige Test-Gallensäure akzeptiert und vielfach verwendet worden.    
 
 
2.5.3. Der enterohepatische Kreislauf der Gallensäuren 
Über 95% der ins Duodenum sezernierten Gallensäuren werden im Ileum rückresorbiert und 
gelangen anschließend zum größten Teil über das Pfortaderblut wieder in die Leber (13). 
Dieser enterohepatische Kreislauf  dient der Konservierung von Gallensäuren (14). 
Der apikale Na+-abhängige Gallensäure-Transporter (ASBT) z.B. transportiert die 
Gallensäuren in die ileale Epithelzelle, wo sie an das ileale Lipid-bindende Protein (ILBP) 
gebunden werden. Von dem ILBP werden die Gallensäuren von der apikalen Membran durch 
das Zytoplasma zur basolateralen Membran transportiert. An der basolateralen Membran sind 
verschiedene Transportsysteme lokalisiert, welche für den Gallensäure-Transport von den 
Zellen ins Serum verantwortlich sind. Zwei wichtige Transportsysteme sind z.B. der tASBT, 
eine 19-kDa Form des ASBT, der Gallensäuren aus den Zellen pumpt (15), und ein 
organisches Anionen-Austauschsystem, welches Gallensäuren Na+-unabhängig transportiert 
(13).  
Im Serum ist ein hoher Anteil der Gallensäuren an Albumin gebunden und wird über die 
Portalvene zur Leber transportiert. Der Großteil der Gallensäuren wird aktiv durch das 
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Na+/Taurocholat-kotransportierende Polypeptid (NTCP) in die Hepatozyten aufgenommen, 
welches an der sinusoidalen Plasmamembran lokalisiert ist, um anschließend wieder in die 
Gallenwege sezerniert werden zu können.  
Ein Teil der Gallensäuren gelangt in den systemischen Kreislauf, wird in der Niere glomerulär 
filtriert und nahezu vollständig im proximalen Tubulus rückresorbiert (16-18). Da weder der 
pH-Wert noch die Urinmenge einen Einfluss auf den tubulären Transport haben, konnte 
frühzeitig eine passive Diffusion ausgeschlossen werden (19). 
Durch Bindung der Gallensäuren an Albumin oder andere Plasmaproteine wird ihre 
glomeruläre Filtration verhindert und  ihre renale Ausscheidung vermindert (20;21). 
Abb. 7: Der enterohepatische Kreislauf der Gallensäuren 
 
 
2.5.4. Der apikale Na+-abhängige Gallensäure-Transporter (ASBT; SLC10A2) 
Der apikale Na+-abhängige Gallensäure-Transporter (apical sodium-dependent bile salt 
transporter = ASBT) gehört zur SLC10-Familie (SLC = solute carriers) der Na+-abhängigen 
Gallensäure-Kotransporter (13).  
Zusammen mit dem Na+/Taurocholat-kotransportierenden Polypeptid (NTCP) trägt der 
ASBT entscheidend zu dem oben beschriebenen enterohepatischen Kreislauf bei (13;22-24).  
Der ASBT ist in den letzten Jahren in den Vordergrund einiger Arbeitsgruppen gerückt, 
wobei im Vordergrund stand, Cholesterin durch Hemmung des ASBT zu senken (25-31). In 
einem anderen Ansatz wird durch Gabe von Vitamin A versucht, die ileale Gallensäure-
 18
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Resorption über den ASBT zu steigern (32-35), was später bei Menschen mit M. Crohn oder 
nach Ileumteilresektion angewandt werden könnte. 
Beim Menschen (36) ist der ASBT, genau wie bei Ratte (37) und Hamster (38), hauptsächlich 
in den (terminalen) Ileozyten lokalisiert (39), also in den letzten 15% des Dünndarms. Im 
Darm ist seine Lokalisation so streng auf das terminale Ileum restringiert, dass sich nach 
dessen Resektion der ASBT nicht weiter proximal im Dünndarm auszubilden vermag (37). 
Außerhalb des Darms ist er noch in der Bürstensaummembran der Cholangiozyten (40;41) 
und der proximalen Tubuluszellen (16;18;39;42) lokalisiert.  
Der ASBT hat eine hohe Substratspezifität und transportiert vor allem Gallensäuren, wobei er 
die trihydroxylierten vor den dihydroxylierten und die konjugierten vor den nicht-
konjugierten Gallensäuren bevorzugt. 
Erstmalig gelang es Wong et al. den ilealen ASBT durch „Expression cloning“ von der cDNA 
eines Hamsters zu isolieren und zu charakterisieren (39). Kurze Zeit später konnten ASBT-
Orthologe auch bei der Ratte (42), beim Menschen (43), beim Kaninchen (44) und der Maus 
(45) identifiziert werden.             
Der ASBT ist beim Mensch, der Ratte und dem Hamster ein aus 348 Aminosäuren (39;42;46) 
und beim Kaninchen ein aus 347 Aminosäuren bestehendes Glykoprotein (47;48). Der ASBT 
ist zu 35% identisch aufgebaut wie das NTCP und beiden ist ein Molekulargewicht von 48 
kDa gemeinsam (49). Das ASBT-Gen liegt beim Menschen und bei Nagetieren auf dem 
Chromosom 13 (13q33) (13;50). Mittels RT-PCR, „Library-Screening“ und Northern-
Blotting konnte gezeigt werden, dass die Code-Sequenz des Transkripts von Niere und Ileum 
identisch ist. (18;39;42). Christie et al. konnten durch indirekte Immunfluoreszenz (18) 
nachweisen, dass sich das Produkt des ASBT-Gens auch in der apikalen Membran der 
proximalen Tubuluszellen befindet. Beim ASBT der Niere und dem Ileum handelt es sich also 
um dasselbe Glykoprotein. Bei einer vererbten Mutation des ASBT-Gens kommt es zur 
Malabsorption der Gallensäuren und damit zu einer Unterbrechung des enterohepatischen 
Kreislaufs mit anschließender intestinaler Fettresorptionsstörung, Steatorrhoe und einer 
Reduktion des LDL-Cholesterins (24).  
Die Expression des ASBT verläuft in der Entwicklung der Ratte biphasisch. Am 22. 
Gestationstag beginnt seine Expression und geht dann zwischenzeitlich zurück bis sie 
postnatal am 17. und 18. Tag  wieder deutlich ansteigt (42;51).   
In zahlreichen Versuchen gelang es den ASBT in verschiedenen Rekombinations-Systemen 
zu expremieren, dazu gehören HEK 293 (52), MDCK (53;54), CHO (55), Xenopus-laevis-
Oozyten (56), primäre Lebertumorzellen der Ratte (57), COS-7 (58) und HPCT-1E3 (59). 
  
 20
Einige getestete Substrate des ASBT zeigten einen identischen, hemmenden Einfluss auf den 
Taurocholat-Transport in Niere und Ileum. Andere Substrate jedoch, wie z.B. 
Taurolithocholat-3-sulfat, wiesen signifikante Unterschiede in ihrer Hemmung auf. Eine 
Erklärung könnte die Anwesenheit des 14kDa schweren, ilealen Lipid-bindenden Proteins 
(ILBP) sein, welches im Ileum aber nicht in den Nieren vorkommt, da es die Abgabe der 
Gallensäuren im Zytoplasma erleichtert oder ein möglicherweise zusätzliches 
Transportsystem (10). 
Die treibende Kraft für den ASBT wird sowohl durch einen von der basolateralen Na+-K+-
ATPase aufgebauten Na+-Gradienten als auch durch ein negatives intrazelluläres Potential 
aufgebracht (13;60;60). Es handelt sich also um einen sekundär-aktiven Transport (16;60). 
Auch Lithiumchlorid (10-3mol/l), welches Na+-abhängige Transportprozesse hemmt, konnte 
die Taurocholat-Aufnahme in proximale Tubuluszellen um 65,8% deutlich senken (7).  
Von einigen Autoren wurde ursprünglich angenommen, dass es sich um einen 
elektroneutralen Transport handeln würde, worauf mit Valinomycin durchgeführte Versuche 
deuten ließen (16). Heutzutage jedoch wird allgemein von einem elektrogenen Transport 
ausgegangen. Für eine Elektrogenität mit einer Na+:Taurocholat-Stöchiometrie von 
mindestens 2:1 sprechen von verschiedenen Arbeitsgruppen durchgeführte Versuche (61;62). 
Der dreidimensionale Aufbau des ASBT konnte noch nicht vollständig geklärt werden, es 
existieren aber verschiedene Hinweise und topologische Modelle. Ein Modell des ASBT ist 
z.B. durch Charakterisierung seiner Substratspezifität beim Kaninchen aufgestellt worden. 
Dieses Modell sagt voraus, dass die Methylgruppe an Position 18, der Ring D und die α-
ausgerichteten Hydroxylgruppen auf Position 7 und 12 essentiell für seine Bindungsfähigkeit 
seien, außerdem erlaube die Hydroxylgruppe an Position 3 eine gewisse Flexibilität (44).  
Auf Benzothiazepine basierende Inhibitoren des ASBT interagieren beispielsweise mit dem 
Carboxylende der transmembranären Domäne (63).  Dies ist, zusammen mit vorherigen 
chemischen Modifikationsexperimenten, als Hinweis auf eine bedeutende Rolle der beiden 
Carboxylenden für die Bindung der Gallensäuren zu werten (13;52). Computerprogramme 
favorisieren ein topologisches Modell mit sieben transmembranären Domänen (46) und 
experimentell durchgeführte Versuche sprechen eher für ein Modell mit neun 
transmembranären Domänen (64). 
Die Expression des ASBT wird unter anderem über Hormone, wie die Glukokortikoide, 
gesteigert (65), außerdem spielt dabei HNF1α in der Transkription eine bedeutende Rolle, da 
es bei HNF1α Null-Mäusen nicht zur ASBT-Expression kommt (66).  
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Durch alternatives Schneiden kann das ASBT-Protein von 348 auf 154 Aminosäuren reduziert 
werden, wodurch tASBT entsteht, welches an der basolateralen Membran Gallensäuren aus 
den Cholangiozyten pumpt (15). 
 
2.5.5. Adaptive Regulation der renalen Gallensäure-Clearance unter Cholestase 
Unter normalen Bedingungen ist der Verlust von Gallensäuren über die Niere minimal, da 
Gallensäuren, die glomerulär filtriert wurden, im Bereich des proximalen Tubulus nahezu 
vollständig wieder rückresorbiert werden (7;12;16-18;67-70).  
Bei einer Cholestase jedoch können die Gallensäuren nicht mehr fäkal ausgeschieden werden, 
weswegen die Gallensäurekonzentration im systemischen Kreislauf ansteigt. Als wichtigste 
Ausscheidungsmöglichkeit bleibt den Gallensäuren dann noch die renale Exkretion 
(7;68;69;71-74), die unter Cholestase stark ansteigt. Allerdings reicht die renale Exkretion 
nicht aus, um eine normale Serumkonzentration der Gallensäuren erreichen zu können, so 
dass, trotz dieses Mechanismus, noch eine hohe und damit toxische Gallensäurekonzentration 
bestehen bleibt (20;75;76). 
 
Die erhöhte renale Ausscheidung von Gallensäuren unter Cholestase kann mehrere Ursachen 
haben. Hierzu gehören: 
1. erhöhte glomeruläre Filtration 
2. verminderte Rückresorption im proximalen Tubulus  
3. erhöhte tubuläre Sekretion  
4. eine Mischung dieser Prozesse   
  
zu 1: Die glomeruläre Filtrationsrate (GFR) der isolierten Niere konnte experimentell nicht 
durch die Hinzugabe von Bilirubin oder Gallensäuren beeinflußt werden (77). Auch in den 
Versuchen von Chitranukroh et al. wurde die GFR bei Ratten durch 24stündige 
Gallengangsligatur nicht verändert (69).  
Nur wenn Gallensäuren nicht an Plasmaproteine gebunden sind, können sie glomerulär 
filtriert werden (20;21). Eine unterschiedliche Proteinbindung der Gallensäuren könnte somit 
ein weiterer Regulationsmechanismus sein. In den Versuchen von Schlattjan et al. an Ratten 
zeigte sich allerdings, dass durch eine Cholestase die Bindung von Taurocholat an 
Plasmaproteine nicht vermindert wurde (68). Man kann daher ausschließen, dass eine erhöhte 
glomeruläre Filtrationsrate oder eine verminderte Plasmaproteinbindung für die erhöhte 
Gallensäure-Clearance verantwortlich ist.  
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zu 2: Bei Ratten ließ sich nach 14tägiger Gallengangsligatur eine Abnahme des ASBT-
Proteins durch Western Blotting bzw. eine Abnahme der mRNA für den renalen ASBT durch 
„Ribonuclease Protection Assay“ nachweisen. Außerdem konnte durch Gewebe-
Immunofluoreszenz gleichzeitig eine signifikante Abnahme des ASBT im Bereich des 
proximalen Tubulus gezeigt werden (78).  
Die Serumkonzentration der sulfatierten Gallensäuren ist bei Patienten mit Cholestase nur 
geringfügig erhöht. Eine klinische Studie zeigte jedoch bei Patienten mit Cholestase eine 
erhöhte renale Ausscheidung von sulfatierten Gallensäuren (33-72%), obwohl ihr Anteil in 
der Galle (2,1-4,6%) und im Serum (9-50%) wesentlich geringer war (19;79). Der Anteil 
sulfatierter Gallensäuren im Urin war im Vergleich zu nicht-sulfatierten Gallensäuren (z.B. 
Chenodeoxycholat) in anderen Studien sogar bis zu zweihundertfach höher (76;80). Die 
erhöhte renale Clearance der sulfatierten Gallensäuren stand in direktem Zusammenhang mit 
der erhöhten Clearance der Gallensäuren insgesamt (79).  
Die bevorzugte Ausscheidung von sulfatierten Gallensäuren während einer Cholestase könnte 
dadurch bedingt sein, dass sie eine höhere Wasserlöslichkeit und damit eine geringere 
tubuläre Rückresorption als nicht-sulfatierte Gallensäuren aufweisen (81). Außerdem liegen 
Hinweise vor, dass nicht-sulfatierte Gallensäuren die tubuläre Rückresorption von sulfatierten 
Gallensäuren kompetitiv hemmen  (20;21;67;76;79). 
 
zu 3: Die Frage nach einer tubulären Sekretion der Gallensäuren wird in der Literatur 
kontrovers diskutiert. Einige Autoren sprachen sich für eine tubuläre Sekretion aus, da 
Clearance-Studien am Menschen beispielsweise Hinweise auf eine tubuläre Sekretion von 
Gallensäuren gaben. Mit Probenecid, dem klassischen Inhibitor der basolateralen, organischen 
Anionen-Transporter (OATs), konnte nämlich die renale Gallensäure-Clearance gesenkt 
werden (19). 
Folgende Argumente würden ebenfalls für eine tubuläre Sekretion sprechen:  
- konjugierte Gallensäuren sind der Hippursäure strukturell analog, die den Prototypen der 
tubulären Sekretion darstellt (70) 
- die Sekretionssysteme für organische Anionen von Leber und Niere sind sich in ihrer 
Spezifität sehr ähnlich und die Leber sezerniert Gallensäuren nachweislich (82;83)  
- Gallensäuren hemmen die tubuläre Sekretion von organischen Farbstoffen (84;85), was als 
Hinweis auf eine kompetitive Hemmung gesehen werden kann (70). 
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In Versuchen mit isolierten Rattennieren fanden sich allerdings keine Hinweise auf eine 
proximale tubuläre Sekretion von Gallensäuren (67).  
Schlattjan et al. gingen dieser Frage mit verschiedenen experimentellen Ansätzen nach. Auch 
durch eine hohe Dosierung von Probenecid konnte weder die Clearance für das konjugierte 
Taurocholat noch für das nicht-konjugierte Cholat bei Ratten signifikant beeinflusst werden. 
Da Probenecid normalerweise die tubuläre Sekretion von organischen Anionen signifikant 
hemmen müsste, sprechen die Ergebnisse gegen eine tubuläre Sekretion von Gallensäuren, 
zumindest bei der Ratte (8;68). Auch in anderen Versuchen zeigte Probenecid keinen Einfluß 
auf die Taurocholat-Akkumulation in proximale Tubuluszellen (9), was gegen die basolaterale 
Aufnahme von Taurocholat und damit auch gegen eine anschließende tubuläre Sekretion 
spricht (7). Zum gleichen Schluss kamen Versuche an Hunden, bei denen auch nicht die 
Taurocholat-Clearance durch Probenecid beeinflussen werden konnte (12). 
Eine mögliche Erklärung für die unterschiedlichen Ergebnisse wäre, dass beim Menschen 
hauptsächlich sulfatierte Gallensäuren ausgeschieden werden, die möglicherweise eine höhere 
Affinität zum Sekretionssystem für organische Anionen als nicht-sulfatierte Gallensäuren 
haben (19). Bei Ratten liegt dagegen der Anteil der renal ausgeschiedenen, sulfatierten 
Gallensäuren während einer Cholestase bei nur 0,5% (86), und es werden fast ausschließlich 
mit Taurin konjugierte Gallensäuren ausgeschieden (78;87;88).  
 
zu 4: Die Möglichkeit einer gleichzeitig ablaufenden tubulären Resorption und Sekretion von 
Gallensäuren wurde erstmalig von Zins et al. in ihrem Modell des bidirektionalen Transports 
beschrieben (70). Es könnten also beide Transportprozesse an der vermehrten Gallensäure-
Ausscheidung während einer Cholestase beteiligt sein. Der Einfluss der verminderten 
tubulären Resorption auf die erhöhte Exkretion der Gallensäuren während einer Cholestase, 
ist dabei wahrscheinlich wesentlich größer als der Einfluss der tubulären Sekretion. 
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3. Material und Methoden 
 
3.1. Isolierung proximaler Tubuluszellen 
 
3.1.1. Zusammensetzung der verwendeten Lösungen 
 
Hanks- Hepes-Puffer: 
NaCl 137mM; KCl 5mM; MgSO4 x 7H2O 0,8mM; Na2HPO4 x 2H2O 0,33mM; KH2PO4 
0,44mM; NaHCO3 26mM; Hepes 25mM 
 
BSA-Puffer: 
Hanks-Hepes-Puffer 100ml; BSA 2,5g; vor Versuch zu 100ml 180µl CaCl2 x H2O zugeben 
 
Inkubationspuffer: 
NaCl 117,5mM; KCl 4mM; MgSO4 x 7 H2O 1,2mM; KH2PO4 0,95mM;NaHCO3 22,5mmol/l; 
Glukose x H2O 11,1mM; vor Versuch zu 50ml 125µl 1 M CaCl2 x H2O zugeben 
 
EGTA-Lösung: 
Hanks-Hepes-Puffer 150ml; EGTA 0,029g 
 
Nycodenzpuffer: 
KCl 6,7mM; CaCl2 x H2O 1,22mM; Hepes 10mM 
 
Nycodenzlösung 1: 
Nycodenz® 3,4g ; Nycodenzpuffer 10ml 
 
Nycodenzlösung 2: 
BSA-Lösung 1600µl; Nycodenzlösung (1) 400µl 
 
Kollagenaselösung: 
Verschiedene Worthington-Kollagenasen 0,04g; Hanks-Hepes-Puffer 30ml 
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3.1.2. Versuchsaufbau 
In einem Wasserbad (Ultra Thermostat NB 5, Colora Messtechnik GmbH, Lorch/ 
Württemberg) mit einer Wassertemperatur von 37,5°C (physiologische Körpertemperatur) ist 
ein Becherglas so über ein Gitter befestigt, dass es teilweise im Wasser steht. Das Becherglas 
geht in einen hohlen Stiel über, an dessen Ende ein Silikonschlauch (Stärke 2cm, 
Innendurchmesser 2mm, Roth, Karlsruhe) beginnt, der durch eine Pumpe (Schlauchpumpe 
70W, Desaga, Heidelberg) zu einer Luftfalle führt. Nach der Luftfalle, Fortsetzung in einem 
Perfusionsschlauch (Rotilaboschlauch aus Polyethylen, Stärke 0,4mm, Innendurchmesser 
0,1mm, Roth, Karlsruhe), der während des Versuches mit der Aorta verbunden ist und über 
den die Nieren perfundiert werden. Über ein separates Schlauchsystem, an dessen Ende zwei 
Plastiksonden in der jeweiligen Lösung stehen, werden die Lösungen permanent mit 
Carbogen (95% O2 und 5% CO2, AGA Linde Healthcare, Unterschleißheim) begast.  
 
3.1.3. Vorbereitungen 
Einen Tag vor dem Versuch werden einige Lösungen hergestellt (s. 3.1.1.). 2,5g BSA 
(bovines Serumalbumin Fraktion V, Triton x-100, Boehringer Mannheim) werden in 100ml 
Hanks-Hepes-Puffer (HH-Puffer) und 0,029g EGTA (Firma Sigma, Aldrich Chemie GmbH, 
Steinheim) in 150ml HH-Puffer aufgelöst. 0,04g Kollagenase (verschiedene Worthington-
Chargen) werden abgewogen und in ein Becherglas gegeben. Zusätzlich werden 50ml des 
Inkubationspuffers und 60ml des HH-Puffers abgemessen und in zwei verschiedene Gefäße 
gegeben. Sowohl die Lösungen als auch die Kollagenase werden bis zum nächsten Tag bei 
einer Temperatur von 3-7°C im Kühlschrank aufbewahrt. 
 
Am Versuchstag wird zunächst das Wasserbad auf 37,5°C gewärmt. Anschließend werden die 
Gefäße mit der EGTA-Lösung und den 60ml HH-Puffer in das Wasserbad gestellt, um sie auf 
37,5°C zu erwärmen. Die EGTA-Lösung kann dann in das Becherglas mit Stiel geschüttet 
werden, welches, wie oben beschrieben, über ein Schlauchsystem mit einer Pumpe verbunden 
ist. Beide Lösungen versetzt man nun mit Carbogen, welches zur Reinigung zuerst durch 
destilliertes Wasser geleitet wird. Die Pumpe wird anschließend eingeschaltet, so dass sich 
das Schlauchsystem mit der EGTA-Lösung füllen kann. Um Verunreinigungen zu vermeiden 
sollte man die ersten Tropfen aus dem Schlauch verwerfen. Danach wird der 
Perfusionsschlauch in das Becherglas mit der EGTA-Lösung gehängt, wodurch ein 
geschlossener Kreislauf entsteht. Anschließend wird die Durchflussrate der Pumpe 
kontrolliert und gegebenenfalls auf 7,5ml/min angepasst. Wenn die Lösungen eine 
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Temperatur von 37,5°C erreicht haben, erfolgt die pH-Einstellung mit Hilfe eines pH-Meters. 
Durch tröpfchenweise Zugabe von 1N NaOH bzw. 1N HCl wird ein physiologischer pH von 
7,4 erreicht.   
 
3.1.4. Versuchsdurchführung 
 
3.1.4.1. Die Versuchstiere  
Für die Versuche wurden männliche Ratten der Gattung Wistar mit einem Körpergewicht von 
173,5g bis 316,5g und der Gattung Sprague-Dawley mit 135g bis 351,5g verwendet. 
Die Experimente wurden nach internationalen Standards durchgeführt und sind von der 
Ethikkommission der Bezirksregierung Köln geprüft und autorisiert worden. Die Tiere 
wurden im „Zentrallaboratorium für Versuchstiere, RWTH Aachen“ gezüchtet und in einem 
Raum mit normalem Tag-Nacht-Zyklus (Licht von 8 bis 20 Uhr) gehalten. Bis zum Beginn 
der Experimente hatten sie freien Zugang zu Nahrung (Altromin Standard Nahrung und 
Wasser).  
 
3.1.4.2 Gallengangsligatur 
Um den Gallengang zu legieren werden die Tiere mit 50µl Xylazin-Hydrochlorid 2% 
(Rompun®) und 200µl Ketamin-Hydrochlorid 10% anästhesiert. Nach Öffnung des 
Oberbauchs kann der Gallengang durch leichtes Anheben der Leber lokalisiert werden. Nun 
setzt man zwei doppelknotige Ligaturen (Faden 2-0, Perma-Hand Seide, Ethicon) in 
Lebernähe um den Gallengang. Anschließend erfolgt der muskuläre Verschluss und die Naht 
der Haut (Faden 2-0, Perma-Hand Seide, Ethicon). Die Tiere erwachen nach etwa 30 Minuten 
aus der Narkose. Nach dieser Prozedur verweilen sie insgesamt 24 Stunden in ihren Käfigen 
bevor mit der Präparation begonnen werden kann. 
 
 
3.1.4.3. Präparation der Versuchstiere 
Die Isolierung der proximalen Tubuluszellen wurde nach Masereeuw et al. (2) durchgeführt. 
Für die Experimente werden die Tiere mit 80mg Trapanal/kg Körpergewicht anästhesiert. Zu 
diesem Zweck wird Trapanal (Thiopental-Natrium, Altana Pharma Deutschland, Konstanz) 
wird mit einer dünnen subkutanen Kanüle ins Peritoneum gespritzt.  
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Die Zeitspanne bis zur tiefen Narkose wird genützt, um die Materalien für die Präparation 
vorzubereiten: 
- 1 anatomische Pinzette, gerade (Größe 7) 
- 1 Präparierpinzette, gerade 
- 1 Präparierpinzette, gebogen (Größe 5) 
- 1 kleine Gefäßklemme 
- mehrere Metallklemmen 
- 1 große Präparierschere 
- 1 kleine Gefäßschere 
- mehrere Tupfer 
- 8-10 Polyesterfäden (5-10cm) 
- 1 Teflonschlauch (0,3mm Innendurchmesser) 
- 1 Spritze (2ml) mit 1 ml Heparin (10.000 IE, Heparin Natrium, Roche) gefüllt 
- 1 Kanüle, an ihrem Ende gebogen  
 
In tiefer Narkose wird das Versuchstier auf dem Rücken liegend mit Klebestreifen an den 
unteren Extremitäten fixiert. Dazu wird der linke Hinterlauf so angewinkelt, dass man später 
den Verlauf der V. femoralis sinister gut erkennen kann. Um eine Verlegung der Atemwege 
durch die Zunge zu verhindern, wird diese mit einer Pinzette hervorgezogen und fixiert.  Das 
Präparationsfeld wird mittels einer Kaltlichtlampe (KL 150B, Schott, Mainz) gut 
ausgeleuchtet. 
Mit der anatomischen Pinzette und der Präparierschere wird die Haut, einschließlich Fell des 
linken Inguinalbereichs so weit entfernt bis ein übersichtliches Operationsfeld geschaffen ist. 
Mit Präparierpinzette und Präparierschere werden nun vorsichtig die umgebenden 
Muskelfaszien entfernt, bis der inguinale Gefäß- und Nervenstrang zu erkennen ist. Danach 
werden mit einer kleinen geraden und einer kleinen gebogenen Pinzette die dünnen, am 
Strang anliegende Faszien fein säuberlich entfernt. Arterie, Vene und Nerv werden durch das 
feine Entfernen der Faszien voneinander getrennt. Wenn die Vene freipräpariert ist, wird mit 
einem Polyesterfaden am distalen Venenende eine festsitzende Ligatur gelegt und 
anschließend ein zweiter Faden locker um das proximale Ende der Vene gelegt.  
Nun werden die kleine Gefäßschere, eine kleine Pinzette, Tupfer und die Heparin gefüllte, 
luftleere Kanüle mit dem aufsitzenden Teflonschlauch bereitgelegt. Mit der linken Hand wird 
über die distale Ligatur die Vene vorsichtig straff gezogen, um rechtshändig mit der 
Gefäßschere eine kleine Inzisur zwischen den beiden Ligaturen zu setzen. Weiter, unter Zug 
  
der Vene, wird mit der gebogenen Pinzette der Teflonschlauch in die Vene gelegt und etwa 
2cm vorgeschoben. Wichtig hierbei ist, das Venenlumen und nicht die Venenwand zu treffen.  
Intraluminal wird nun das gesamte Heparin injiziert. Danach entfernt man den Teflonschlauch 
und unterbindet, durch rasches Zuziehen der proximalen Ligatur, das Nachbluten aus der 
Vene. 
 
 
                                                                              
 
 
 
 
 
 
 
 
 
           Abb. 8 und 9: Präparation der V. femoralis zur Injektion von Heparin 
 
 28
Mit Hilfe der anatomischen Pinzette und der großen Präparierschere führt man einen 
Medianschnitt durch, der am Unterbauch beginnend bis zum Xyphoid reicht. Um das Öffnen 
zu erleichtern, führt man zusätzlich einen Querschnitt im Unterbauch durch. Die geöffnete 
Bauchdecke wird beiderseits mittels Metallklemmen fixiert. Danach wird die Leber mit Hilfe 
der kleinen Gefäßschere von den Befestigungsbändern, die sie am Zwerchfell und der 
hinteren Bauchwand halten, frei präpariert. Mit einem Tupfer und der anatomischen Pinzette 
wird anschliessend das Bauchpaket (Magen, Darm, Leber und Milz) stumpf zur rechten Seite 
des Tieres geschoben. Nach Entfernen von umgebenden Faszien und Fett mit Hilfe der 
kleinen Pinzette werden die Abgänge der Aorta abdominalis sichtbar. Durch doppelknotige 
Ligaturen werden der Abgang des Truncus coeliacus und der A. mesenterica superior 
verschlossen. Zwischen die beiden Abgänge wird lose ein Polyesterfaden um die Aorta 
gelegt. Anschließend wird eine lockere Schlaufe, welche die V. cava inferior und die Aorta 
abdominalis distal der Nierenarterienabgänge umfasst, gelegt. Nach dem Freipräparieren der 
Aorta bis zum Zwerchfell, löst man sie von der hinteren Bauchwand. Möglichst weit kranial 
legt man einen weiteren Faden um die Aorta und schlägt ihn zu einem lockeren Knoten. Da 
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die folgenden Schritte sehr schnell ablaufen müssen, sollten die anatomische Pinzette, die 
kleine Gefäßklemme und die gebogene Kanüle bereitliegen, außerdem sollte der 
Perfusionsschlauch in greifbarer Nähe sein. Indem man den möglichst kranial gelegenen 
Knoten kurz vor dem Zwerchfell zuzieht, wird der aortale Blutfluss zur Niere unterbrochen. 
Mit einer kleinen Pinzette umgreift man rechtshändig den so entstanden Knoten und hält die 
Aorta auf Spannung, um dann mit der Kanüle möglichst nah am Knoten ins Aortenlumen 
stechen zu können. Mit der gebogenen Kanüle kann man die Aorta anheben und etwas auf 
Zug halten. Die rechte Hand lässt nun den Knoten los und greift mit der anatomischen 
Pinzette den Perfusionsschlauch. Mit der Spitze nach unten, kann der Perfusionsschlauch gut 
entlang der Kanüle ins Aortenlumen vorgeschoben werden. Zwischen den Abgängen des 
Truncus coeliacus und der A. mesenterica superior angelangt, wird der Perfusionsschlauch in 
der Aorta mit Hilfe einer Gefäßklemme fixiert. Nach raschem Zuziehen der lockeren Schlaufe 
um V. cava inferior und Aorta wird ein Doppelknoten gesetzt. Damit die EGTA-Lösung 
abfließen kann und der Druck in den Nieren nachlässt, muss rasch eine Inzisur der V. renalis 
sinister erfolgen. Wenn die EGTA-Lösung das Blut verdrängt und die Nieren unverzüglich 
hellgelb werden, spricht dies für ein Gelingen. Wenn die rechte Niere allerdings dunkelrot 
bleibt, hilft oftmals leichtes Zurückziehen des Perfusionsschlauches. Auch mit nur einer Niere 
kann der Versuch fortgesetzt werden. Bei guter Perfusion der Nieren kann der 
Perfusionsschlauch stärker fixiert werden. In der Nähe seines Eintritts in die Aorta wird noch 
ein Knoten gelegt. Weitere Knoten werden sowohl unterhalb als auch oberhalb der 
fixierenden Gefäßklemme gesetzt, welche zur Sicherheit noch oberhalb der Gefäßklemme 
miteinander verknotet werden können.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
                                      Perfusionsschlauch 
            Nieren                              V. renalis sin.                        
                                       
                                     Aorta abdominalis  
 
 
 
 
 
Abb. 10 und 11: Präparation der Nieren, vor und nach Perfusion mit EGTA 
 
Nach Entfernen des Bauchpakets werden die Nieren herausgelöst. Dazu wird mit der 
anatomischen Pinzette der kaudale Knoten, der V. cava superior und Aorta abdominalis 
abschnürt, gegriffen und nach oben gezogen, um von kaudal nach kranial das Nierenpaket 
freischneiden zu können. Das Nierenpaket wird gemeinsam mit dem Perfusionsschlauch so an 
einem Stativ befestigt, dass die EGTA-Lösung in einem Becherglas aufgefangen werden 
kann.      
 
3.1.4.4. Perfusion der Nieren und Herstellung einer homogenen Lösung aus Nierenzellen 
Während die EGTA-Lösung durch die Nieren läuft, werden die nächsten Lösungen und Puffer 
vorbereitet. Es werden 180µl CaCl2 zu den 100ml BSA-Puffer und 125µl CaCl2 zu den 50ml 
Inkubationspuffer zugefügt. Nachdem mit Hilfe des pH-Meters der pH-Wert beider Puffer auf 
7,4 gebracht wurde, werden die Gefäße auf Eis gestellt. Anschließend gießt man 30ml aus 
dem Gefäß mit den 60ml HH-Puffer, dessen pH-Wert 7,4 und dessen Temperatur 37,5°C 
beträgt, in das Becherglas mit 0,04g Kollagenase (Worthington Biochemical Cooperation, 
Freehold, New Jersey, USA) und setzt noch 125µl CaCl2 hinzu. Damit die Enzyme der 
Kollagenaselösung optimal wirken können, muss eine Temperatur von 37,5°C erreicht 
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werden, deshalb muss das Gefäß mit der Kollagenase ins Wasserbad gestellt werden. Da nach 
8 Minuten die 60ml EGTA-Lösung durch die Nieren geflossen sind, müssen 30ml HH-Puffer 
rechtzeitig in das Becherglas mit Stiel gegeben werden. Dabei darf nur soviel Luft in das 
Schlauchsystem gelangen, wie die Luftfalle aufhalten kann, da es sonst zu Luftembolisationen 
der Nieren kommt. Wenn der HH-Puffer die EGTA-Lösung aus den Nieren gespült hat,  muss 
rechtzeitig Kollagenaselösung zugegeben werden. An den sich gelb färbenden Tropfen, die 
vom Nierenpaket ausgehen, erkennt man die komplette Füllung des Schlauchsystems mit 
Kollagenaselösung. Damit die Kollagenaselösung durch das Schlauchsystem rezirkulieren 
kann, wird das Nierenpaket so aufgehängt, dass die Tropfen vom Becherglas mit Stiel 
aufgefangen werden.  
Während der insgesamt 20-minütigen Perfusionszeit können weitere Lösungen vorbereitet 
werden. Man füllt ein Reagenzröhrchen mit Nycodenzlösung 1 und ein weiteres mit 
Nycodenzlösung 2 (s. 3.1.1) und stellt sie auf Eis. Auch zwei Petrischalen werden auf  Eis 
gestellt, wovon eine mit etwas Inkubationspuffer und die andere mit etwas BSA-Puffer gefüllt 
wird. Für das weitere Prozedere legt man einen Glastrichter mit Filtergewebe (Siebgewebe 
aus Polyamid, Porengröße 80µm, neoLab), zwei Pasteurpipetten (aus Glas für den 
Einmalgebrauch, 233mm, Brand) und sechs Reagenzgläser (Sahrstedt Röhren, 11,5ml, 100 x 
15,7mm) bereit. Nach Ablauf der 20-minütigen Perfusionszeit wird die Pumpe angehalten und 
das Nierenpaket vom Perfusionsschlauch genommen und in die eiskalte Petrischale mit dem 
Inkubationspuffer gelegt. Durch diesen extremen Temperaturabfall senkt man die 
Stoffwechselaktivität und damit den Sauerstoffverbrauch der Nierenzellen auf ein Minimum 
und erreicht dadurch eine höhere Überlebensrate der proximalen Tubuluszellen. Die 
Gefäßreste und das umgebende Fett- und Bindegewebe löst man mit Hilfe der kleinen 
Präparierpinzetten ab und überführt die beiden Nieren in die Petrischale mit dem BSA-Puffer. 
Anschließend wird noch die Nierenrinde vom Nierenmark und dem Kelchsystem getrennt, so 
dass nur noch Bestandteile der Rinde im BSA-Puffer schwimmen. Durch Auf- und Abziehen 
der aus Rindenzellen und BSA-Puffer bestehenden Lösung in der Pasteurpipette, wird diese 
homogenisiert. Die homogene Lösung wird dann unter Zuhilfenahme von weiterem BSA-
Puffer durch einen Glastrichter mit Siebgewebe filtriert und in den sechs Reagenzröhrchen 
aufgefangen. 
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Abb. 12 und 13: Nieren während Perfusion mit Kollagenaselösung und vor Homogenisierung 
 
3.1.4.5. Zentrifugation der Zellsuspension 
Zur Gewinnung proximaler Tubuluszellen aus der oben beschriebenen homogenen Lösung 
zentrifugiert man über einen diskontinuierlichen Gradienten. Hierzu benutzt man 
verschiedene, aus Nycodenz hergestellte Lösungen. In vorherigen Versuchen konnte 
nachgewiesen werden, dass durch diese Methode eine Zellsuspension mit über 90% 
proximalen Tubuluszellen erreicht werden kann  (5;6).   
Die sechs gefüllten Reagenzröhrchen stellt man in eine zuvor auf 4°C abgekühlte Zentrifuge 
(Laborzentrifuge 6K10, Sigma) und zentrifugiert sie bei einer Drehgeschwindigkeit von 80 g. 
Mit einer Plastikpipette (Einweg Pasteurpipette, 3ml, Roth, Karlsruhe) wird der Überstand 
abpipettiert und die Zellmasse auf zwei Reagenzröhrchen verteilt, die dann mit BSA-Puffer 
wieder aufgefüllt werden. Nach einer weiteren Zentrifugation unter gleichen Bedingungen 
wird der Überstand erneut abpipettiert und das Zellpellet in ein Reagenzröhrchen überführt. 
Das Zellpellet wird mit BSA-Puffer auf 4ml aufgefüllt, dazu werden noch 2ml 
Nycodenzlösung 1 hinzugegeben. Die dabei entstandene Zellsuspension verteilt man 
gleichmäßig auf zwei Reagenzröhrchen und pipettiert vorsichtig jeweils 1ml der 
Nycodenzlösung 2 darüber. Darauf schichtet man anschließend 0,5ml des BSA-Puffers. 
Insgesamt müssen drei klar voneinander differenzierbare Schichten entstehen, da sich nur so 
ein diskontinuierlicher Dichtegradient ergeben kann. Die beiden Reagenzröhrchen werden 
diesmal mit 2300 g, 3 Minuten lang bei 4°C zentrifugiert. Die unterhalb der Nycodenzlösung 
2 sichtbare Zellschicht, die zu über 90% aus proximalen Tubuluszellen besteht, verteilt man 
mit einer Pasteurpipette auf zwei Reagenzröhrchen. Die beiden Röhrchen werden mit 
eiskaltem Inkubationspuffer aufgefüllt und unter gleichen Bedingungen bei 80 g zentrifugiert. 
  
Der Überstand wird abgegossen, das Zellpellet in einem Reagenzröhrchen zusammengeführt 
und wiederum mit Inkubationspuffer aufgefüllt. Erneute Zentrifugation mit 80 g und 
Abgiessen des Überstandes. Das Zellpellet wird dann mit Inkubationspuffer auf exakt 1ml 
aufgefüllt und auf Eis gestellt.  
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Abb. 14 und 15: vor und nach Zentrifugation über einen Dichtegradienten 
 
3.1.4.6. Zellzahlbestimmung in der Neubauerkammer 
40µl der soeben gewonnenen Zellsuspension und 20µl Trypan Blau (Trypan Blue, Sigma, 
Aldrich Chemie GmbH, Steinheim) gibt man zu 740µl Inkubationspuffer. Man erhält einen 
Verdünnungsfaktor von 1/20. Anschliessend wird die verdünnte Zellsuspension auf eine 
Neubauerkammer aufgetragen. Die Neubauerkammer besteht aus einer Glasplatte mit einem 
flachen, leicht abgesenktem Mittelstück. In dieses Mittelstück sind zwei quadratische Netze 
eingraviert, die sich gegenüberliegen. Zuerst befeuchtet man die seitlichen Stege der Kammer 
und legt ein Deckglas darauf, wodurch man eine Kammerhöhe von 0,1mm erhält. Ein Tropfen 
der verdünnten Zellsuspension wird vorsichtig seitlich unter das Deckglas pipettiert, wodurch 
der Zählbereich ausgefüllt wird. Unter 500facher Vergrößerung wird mit einem Mikroskop 
(Leitz) die Zellzahl bestimmt. Ein Zählnetz enthält neun große Quadrate, wobei später nur die 
vier Äußeren zum Zählen verwendet werden. Jedes dieser äußeren Quadrate hat eine Fläche 
von 1mm2 und wird nochmals in sechzehn kleinere Quadrate unterteilt.  
Mit 0,1mm Kammerhöhe und einer Fläche von 4mm2 ergibt sich so ein Volumen von 0,4µl. 
Zur Bestimmung der Anzahl proximaler Tubuluszellen muss man nun unter Beachtung des 
Verdünnungsfaktors 1/20 von 0,4µl auf 1ml umrechnen: 
 
Anzahl proximaler Tubuluszellen (in 1ml): Anzahl der gezählten Zellen x 100 
                                                                          Volumen x Verdünnungsstufe 
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Die vitalen und avitalen Zellen werden von Anfang an getrennt gezählt und auf 1ml 
umgerechnet. Sie lassen sich gut unterscheiden, da sich durch das Trypan Blau die Zellkerne 
von avitalen Zellen blau färben. Nach der Anzahl der vitalen Zellen richtet sich die Anzahl 
der Proben, da man für jede Probe mindestens 3 Millionen vitale Zellen haben sollte. 
 
3.1.4.7. Inkubation der Zellen mit 3H-Taurocholat  
Die verbliebenen 960µl Zellsuspension werden, entsprechend der ausgerechneten 
Probenanzahl, gleichmäßig auf  Reagenzröhrchen verteilt und mit Inkubationspuffer auf ein 
Gesamtvolumen von 1000µl aufgefüllt. Alle Proben werden zuerst mit 3H-Taurocholat 
versetzt. Die eine Hälfte der Proben wird so belassen (Kontrolle), der anderen Hälfte gibt man 
noch die jeweilige Konzentration unmarkiertes Taurocholat hinzu (Probe). Um 
Verwechslungen vorzubeugen, werden alle Reagenzröhrchen durchnummeriert, wobei Proben 
und Kontrollen verschiedene Schriftfarben erhalten sollten. Nach Gabe des 3H-Taurocholats 
werden die Röhrchen vom Eis in das 37,5°C warme Wasserbad gestellt und mit Carbogen 
begast. Die proximalen Tubuluszellen nehmen ihre Stoffwechselaktivität auf und es folgt die 
Aufnahme von Taurocholat in die Zellen. Nach 20 Minuten Inkubationszeit wird der Vorgang 
gestoppt, indem die Röhrchen wieder auf  Eis gestellt werden. 
 
3.1.4.8. Messung der Radioaktivität im Flüssigkeitsszintillationszähler 
Um die Radioaktivität der inkubierten Proben und Kontrollen zu messen, werden die 
Reagenzröhrchen zuerst bei 4°C und einer Drehgeschwindigkeit von 80 g für 2 Minuten 
zentrifugiert (Laborzentrifuge 4K10, Sigma). Von jedem Reagenzröhrchen pipettiert man 
dreimal 10µl des Zellüberstandes ab und gibt es jeweils in ein eigenes Plastikgefäß (Packard 
Instruments Company Inc., Groningen, Niederlande), welches mit Szintillationsflüssigkeit 
(Emulsifier-Safe, Packard Instruments Company Inc., Groningen, Niederlande) gefüllt ist. 
Danach verschließt man die Deckel und beschriftet sie. Der Rest des Überstandes wird in 
einem Abfallbehälter für radioaktive Substanzen entsorgt. Nach erneuter Zentrifugation unter 
gleichen Bedingungen wird der restliche Überstand pipettiert und entsorgt, der Rest wird 
nochmals zentrifugiert. Letztendlich bleibt nur noch Zellpellet übrig, von dem je nach Anzahl 
der proximalen Tubuluszellen ein- bis fünfmal 10µl in Plastikgefäße mit 
Szintillationsflüssigkeit gegeben werden. Hierbei muss genau darauf geachtet werden, kein 
Zellpellet zu verschwenden oder Luftbläschen zu ziehen, da dies stark die Ergebnisse 
verzerren würde. Auch diese Gefäße werden verschlossen und beschriftet.   
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Zu jedem Reagenzröhrchen füllt man zusätzlich drei weitere Plastikgefäße mit 
Szintillationsflüssigkeit ab, um Leerwerte zu erhalten. Alle Gefäße werden in Racks sortiert 
und über Nacht im Kühlschrank bei 4-8°C verwahrt. Am nächsten Tag stellt man die Racks in 
einen Flüssigkeitsszintillationszähler (Beckham Liquid Szintillation Counter LS 6000 SC, 
Beckham, Fullerton, USA) der jede Probe 10 Minuten lang misst. Das Ergebnis wird in 
Zerfälle pro Minute (cpm=counts per minute) angegeben. 
 
3.1.4.9. Berechnung des Akkumulationsfaktors 
Von dem Flüssigkeitsszintillationszähler wird die Radioaktivität des Zellpellets, des 
Zellüberstandes und der Szintillationsflüssigkeit (Leerwert) gemessen. Um an den 
Akkumulationsfaktor zu gelangen, dividiert man die Leerwert-korrigierte Radioaktivität des 
Zellpellets durch die Leerwert-korrigierte Radioaktivität des Zellüberstandes. Der 
Akkumulationsfaktor gibt an, wieviel radioaktiv markiertes Taurocholat von den proximalen 
Tubuluszellen aufgenommen worden ist. Die Aktivität des Zellpellets wird dazu noch um den 
Anteil des Zellwasservolumens (6) korrigiert. 
 
Akkumulationsfaktor = Leerwert-korrigierte Aktivität Zellpellet 
                                      Leerwert-korrigierte Aktivität Überstand x Zellwasseranteil (%) 
  
 
3.2. Statistische Auswertung 
 
3.2.1. Deskriptive Statistik 
Die Experimente, die durchgeführt worden sind, um den Gallensäure-Transporter (ASBT) 
unter normalen und unter cholestatischen Bedingungen zu untersuchen, wurden an 
männlichen Ratten der Gattung Sprague-Dawley durchgeführt. In anderen Experimenten zur 
Charakterisierung des Gallensäure-Transporters (ASBT) wurden initial Ratten der Gattung 
Wistar verwendet. Für die verschiedenen Fragestellungen sind in den Versuchen insgesamt 
etwa 100 Ratten verwendet worden, davon 2 bis 7 Ratten je Versuchsreihe. Da die Ausbeute 
an proximalen Tubuluszellen von Ratte zu Ratte variierte, ergaben sich in den Versuchen zur 
Bestimmung der Taurocholatkinetik zwischen 1 bis 3 Proben und in den Versuchen zum 
Vergleich der Rattenrassen durchschnittlich 4-5 Proben pro Ratte, wobei 3 bis 5 Millionen 
proximale Tubuluszellen in einer Probe enthalten waren. In jeder Probe wurde die von den 
proximalen Tubuluszellen aufgenommene Menge 3H-Taurocholat gemessen.   
 
  
  
Von den Akkumulationsfaktoren, die unter gleichen Versuchsbedingungen entstanden sind, 
wird der arithmetische Mittelwert errechnet. Da aber bei den einzelnen Ratten die Anzahl der 
Messwerte variiert, wäre ein gewichteter Mittelwert sinnvoll. Bei der geringen Zahl der 
Messwerte pro Ratte würde sich der gewichtete Mittelwert allerdings kaum vom 
arithmetischen Mittelwert unterscheiden, so dass der arithmetische Mittelwert aus Gründen 
der Vereinfachung verwendet wurde. Um die Akkumulationsfaktoren einer Versuchsreihe zu 
ermitteln, wurde also zuerst der Mittelwert der Akkumulationsfaktoren pro Ratte errechnet 
und anschließend der Mittelwert aller Mittelwerte pro Versuchsreihe. Da die einzelnen Werte 
um den Mittelwert streuen, wurde außerdem die Standardabweichung berechnet.  
Zusätzlich wurde der Standardfehler der Mittelwerte (SEM) errechnet und als Fehlerbalken in 
die Diagramme eingetragen. Als Mittelwerte +/- SEM sind die Ergebnisse in den Kapiteln 
4.1.3., 4.2.3., 4.3.2.2., 4.3.3.2., 4.4.2.2. und 4.4.3.2. dargestellt. 
 
In den Versuchen Kapitel 4.3.4.,  4.4.4. und 4.5.4. wurde eine Regressionsanalyse 
durchgeführt. Mit der linearen Regression, bei der eine gerade Linie durch die Daten geführt 
wird, wird die Abhängigkeit zweier Variablen x und y untersucht und dargestellt. 
Die Regressionsgleichung lautet:    y = ax + b 
Der Korrelationskoeffizient r beschreibt den Grad der Abhängigkeit zweier Variablen 
voneinander, er gibt also an, wie sich die beiden Variablen zusammen verändern: 
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Der Bereich liegt zwischen -1 und 1. Die höchste negative Korrelation besteht bei r = -1 und 
die höchste positive bei r = 1. Bei r = 0 fehlt eine Korrelation, weswegen kein Zusammenhang 
zwischen den Variablen erkannt werden kann.  
 
3.2.2. Konfirmative Statistik 
Um zwei Hypothesen, die sich aus einem Versuch ergeben, gegeneinander abgrenzen zu 
können, kann ein Signifikanztest angewendet werden.  
Mit der Nullhypothese H0 geht man davon aus, dass die unterschiedliche Aufnahme 
zufallsbedingt ist, im Gegensatz zur Alternativhypothese H1, bei der von einem signifikanten 
Unterschied ausgegangen wird. Um die Signifikanz der unterschiedlichen Ergebnisse zu 
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beweisen, muss die Nullhypothese H0 abgewiesen werden.  p ist die Wahrscheinlichkeit, dass 
Unterschiede in den Ergebnissen zufällig sind. Je kleiner p ist, desto größer also die Chance, 
dass sich die Ergebnisse nicht nur zufällig voneinander unterscheiden. Wenn das festgesetzte 
Signifikanzniveau von  p<0,05 (<5%) unterschritten wird, kann die Nullhypothese H0 
abgewiesen werden. Die Ergebnisse gelten als signifikant und weniger als 5% lassen sich nur 
zufällig unterscheiden. In den Versuchen wird zur Signifikanztestung der t-Test verwendet.   
 
3.2.2.1. Unverbundener t-Test 
In den Versuchen Kapitel 4.1. wurde der unverbundene t-Test angewandt, um zu überprüfen, 
ob sich die beiden Rattenrassen, bezüglich der Gewinnung proximaler Tubuluszellen und der 
spezifischen Taurocholat-Aufnahme, signifikant voneinander unterscheiden.  
 
 
mn
nmT += s
yx −   
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n und m sind hierbei der Probenumfang von der Stichprobe x bzw. y, x  und y  sind die 
zugehörigen Mittelwerte und sxx bzw. syy  stehen für die jeweiligen Stichprobenvarianzen. 
 
Die statistische Auswertung wurde mit dem Statistikprogramm In-Stat, Version 2.05a  
(GraphPad Software, Inc., San Diego, Canada) durchgeführt . 
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4. Ergebnisse 
 
4.1. Vergleich der Rattenrassen Sprague-Dawley und Wistar 
 
4.1.1 Ziel 
Für die Versuche musste eine Rattenrasse gefunden werden bei der durch Zellisolierung 
möglichst viele proximale Tubuluszellen gewonnen werden können. Außerdem müssen die 
gewonnenen Zellen in der Lage sein eine große Menge Taurocholat aufnehmen zu können, da 
die Ergebnisse um so genauer sind, je höher die Akkumulation und die, sich aus der 
Akkumulationshemmung durch unmarkiertes Taurocholat ergebende, spezifische 
Akkumulation sind.  
 
4.1.2. Versuchsdurchführung 
Es wurden die proximalen Tubuluszellen von 5 Wistar- und 7 Sprague-Dawleyratten (Sprd) 
isoliert, gezählt und anschließend 20 Minuten entweder nur mit ³H-Taurocholat (0,33x10-6 M) 
oder mit ³H-Taurocholat und 1000µM unmarkiertem Taurocholat inkubiert. 
 
 Anzahl isolierter Zellen (Mio.) Anzahl isolierter vitaler Zellen (Mio.) 
 Sprd Wistar Sprd Wistar 
Mittelwert 25,2 28,54 13,63 15,34 
SEM 6,899 3,828 3,776 2,225 
Tab. 1: Einfluss der Rattenrasse auf die Gesamtzahl der isolierten Zellen und die Anzahl der isolierten 
vitalen Zellen 
 
0
5
10
15
20
25
30
35
  SPRD             Wistar          SPRD             Wistar
Ze
llz
ah
l (
M
io
.)
Abb. 16: Einfluss der Rattenrasse auf die Gesamtzahl der isolierten Zellen und die Anzahl der             
isolierten vitalen Zellen 
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4.1.3. Ergebnisse 
Bei den Versuchen konnten mit Sprague-Dawleyratten durchschnittlich 25,2 Millionen Zellen 
gewonnen werden und damit nicht signifikant (p>0,05) weniger als mit Wistarratten (28,54 
Millionen Zellen).  
Da auch die Werte der vitalen Zellen mit 13,6 Millionen bei Sprague-Dawleyratten und 15,34 
Millionen bei Wistarratten nicht signifikant (p>0,05) verschieden waren, konnte, nur aufgrund 
der Anzahl der vitalen Zellen, noch keine Entscheidung für eine Rasse getroffen werden.    
Deswegen wurden im nächsten Schritt die Akkumulation von 3H-Taurocholat und die 
Akkumulationshemmung durch unmarkiertes Taurocholat beider Rassen miteinander 
verglichen. 
 Sprd SEM Wistar SEM 
3H-Taurocholat 
-Akkumulation 
4,665 0,428 3,17 0,34 
3H-Taurocholat-Akkumulation in Anwesenheit  
von unmarkiertem Taurocholat 
2,31 0,097 1,943 0,168 
Akkumulationshemmung 2,355 0,442 1,227 0,233 
Tab. 2: Einfluss der Rattenrasse auf die Akkumulation und die Akkumulationshemmung 
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Abb. 17: Einfluss der Rattenrasse auf die Akkumulationshemmung 
 
In Tab. 2 wird dargestellt, dass die 3H-Taurocholat-Akkumulation bei Sprague-Dawleyratten 
mit einem Wert von 4,665 signifikant (p<0,05) höher war als der mit 3,17 geringer 
ausfallende Wert bei den Wistarratten.  
Die Akkumulationshemmung durch unmarkiertes Taurocholat in Abb. 17, welche die 
spezifische, carriervermittelte Taurocholat-Aufnahme wiedergibt, ist bei Sprague-
Dawleyratten mit 2,355 um 92% höher als bei Wistarratten (1,227).   
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4.2. Vergleich Kollagenasen 
 
4.2.1. Ziel 
Vergleich von fünf verschiedenen Worthington-Kollagenasen bezüglich der Effektivität bei 
der Isolierung proximaler Tubuluszellen, wobei die Gewichtung auf der Anzahl der vital 
isolierten proximalen Tubuluszellen liegt.  
 
4.2.2. Einsatz der Kollagenasen 
Nach der Präparation der Rattennieren werden diese zunächst mit einer EGTA-Lösung und 
anschließend mit dem Hanks-Hepes-Puffer perfundiert. Danach werden die Nieren zwanzig 
Minuten mit der Kollagenaselösung perfundiert, um Bindegewebszellen und Zellverbände 
enzymatisch zu lösen. Die Kollagenasen haben eine unterschiedliche Anzahl von Einheiten 
(200-273/mg), wobei eine Einheit per definitionem 1µM eines L-Leuzin-Äquivalents aus 
Kollagen löst (innerhalb von 5 Stunden bei 37°C und einem pH von 7,5). Nach mechanischer 
Entfernung von umgebendem Fett- und Bindegewebe und Ablösung des Cortex von der 
Medulla, kann der Nierencortex anschließend homogenisiert werden. Über einen 
diskontinuierlichen Gradienten kann dann in mehreren Zentrifugationsschritten eine 
Zellsuspension gewonnen werden, welche zu ca. 90% aus proximalen Tubuluszellen besteht. 
Sowohl die Gesamtzahl aller gewonnen proximalen Tubuluszellen als auch die Zahl der 
vitalen Zellen kann mit Hilfe einer Neubauerkammer und einem Mikroskop bestimmt werden. 
Charge S6M622 48D1945 MOA3689 MOA3662 40B3778-A
Einheiten/mg  254 200 232 246 273 
Zahl der Versuchstiere 60 2 2 16 2 
Mittelwert der Gesamtzahl 
(Mio.) 
17,4 3,4 11,65 15 5 
SEM 1,5   1,117  
Tab. 3: Einfluss verschiedener Kollagenasen auf die Gesamtzahl isolierter Zellen
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Abb. 18: Einfluss verschiedener Kollagenasen auf die Gesamtzahl isolierter Zellen 
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Charge S6M622 48D1945 MOA3689 MOA3662 40B3778-A
Einheiten/mg  254 200 232 246 273 
Zahl der Versuchstiere 60 2 2 16 2 
Mittelwert der vital isolierten 
Zellen (Mio.) 
9,9 2,6 8,4 9,28 3 
SEM 0,77   0,84  
Tab. 4: Einfluss verschiedener Kollagenasen auf die Anzahl der vitalen isolierten Zellen 
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Abb. 19: Einfluss verschiedener Kollagenasen auf die Anzahl der vitalen isolierten Zellen 
 
4.2.3. Ergebnisse 
In Abb. 18 und 19 wird verdeutlicht, dass man bei Verwendung verschiedener Kollagenasen 
eine unterschiedliche Anzahl proximaler Tubuluszellen isoliert. 
Mit der nicht mehr lieferbaren Charge S6M622 konnten durchschnittlich 17,4 Millionen 
Zellen und davon 9,9 Millionen vitale Zellen gewonnen werden.  
Von den neuen Chargen konnten die meisten Zellen mit der Kollagenase Typ 1 Charge 
M0A3662, mit durchschnittlichen 15 Millionen Zellen und davon 9,28 Millionen vitaler 
Zellen,  gewonnen werden.  
Die Kollagenase Typ 1 Charge M0A3689 erbrachte durchschnittlich 11,65 Millionen 
proximale Tubuluszellen, von denen 8,4 Millionen Zellen vital waren.  
Mit den Kollagenasen Typ 1 Charge 48D1945 und Typ 2 Charge 40B3778-A konnten 
insgesamt höchstens 5 Millionen Zellen gewonnen werden.  
Alle Werte sind dargestellt als Mittelwerte. Aufgrund der geringen Probenzahl konnte SEM 
nicht für die Chargen 48D1945, M0A3689 und 40B3778-A errechnet werden. 
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4.3. 3H-Taurocholat-Aufnahme bei nicht-ligierten Ratten 
 
4.3.1. Ziel 
Die Taurocholat-Aufnahme in die proximalen Tubuluszellen soll natriumabhängig, sättigbar 
und sekundär-aktiv sein. Für den Taurocholat-Transport ist der spezifische apikale Na+-
abhängige Gallensäure-Transporter (ASBT) verantwortlich. Um die spezifischen 
Transportrezeptoren konkurrieren unmarkiertes Taurocholat und 3H-Taurocholat. Die 
Aufnahme von 3H-Taurocholat kann also durch Hinzugabe von unmarkiertem Taurocholat 
kompetitiv gehemmt werden.    
Das Ziel dieser Versuche ist es, die Kinetik für die ASBT-vermittelte Taurocholat-Aufnahme 
bei nicht-ligierten Ratten zu ermitteln, um sie später mit der Kinetik der ligierten Ratten zu 
vergleichen. Um die Kinetik zu ermitteln und grafisch darzustellen, werden Taurocholat-
Akkumulation, Taurocholat-Aufnahme und eine Gerade nach Eadie-Hofstee herangezogen.  
 
 
4.3.2. Taurocholat-Akkumulation in Abhängigkeit von der Konzentration 
 
4.3.2.1. Versuchsdurchführung  
Der Akkumulationsfaktor stellt das Verhältnis der aufgenommenen Radioaktivität im 
Zellpellet zur Radioaktivität im Überstand dar. Er wird nach 20minütiger Inkubation mit 
³H-Taurocholat (0,33x10-6M) und unmarkiertem Taurocholat verschiedener 
Konzentrationsstufen (200µM-3,125µM) bestimmt. 
Um Schwankungen der Taurocholat-Aufnahme zwischen den einzelnen Zellpräparationen 
auszugleichen, wird der Akkumulationsfaktor bei Inkubation mit unmarkiertem und ³H-
Taurocholat zu dem Akkumulationsfaktor mit ³H-Taurocholat ins Verhältnis gesetzt.  
Außerdem wird der Anteil der Taurocholatkonzentration abgezogen, der ohne spezifischen 
Carrier in die Zelle erfolgt (unspezifischer Effekt). Bei nicht-ligierten Ratten ergab sich in 
vorherigen Versuchen hierfür ein Wert von 0,4941. Wenn dieser Wert von allen ermittelten 
Quotienten subtrahiert wird, erhält man die spezifische Akkumulation, die lediglich die 
carriervermittelte ³H-Taurocholat-Aufnahme in die Zelle berücksichtigt. 
 
 
  
  Akkumulationsfaktoren-
verhältnis 
   
Konzentration (µM) 3,125 6,25 12,5 25 50 100 200 
Mittelwert 0,9536 0,9242 0,9271 0,8982 0,8371 0,7397 0,704 
spezifische Akkumulation 
(Mittelwert - unspez. Effekt) 
0,4595 0,4301 0,433 0,4041 0,343 0,2456 0,2099
Standardabweichung 0,1325 0,149 0,1782 0,1804 0,0941 0,1116 0,1436 
SEM 0,0663 0,0745 0,0891 0,0807 0,047 0,0499 0,0718 
Anzahl n 5/4 5/4 6/4 6/5 5/4 10/5 6/4 
n = Anzahl der Versuche/Anzahl der Tiere 
Tab. 5: Taurocholat-Akkumulation bei nicht-ligierten Ratten 
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Abb. 20: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 5 
 
4.3.2.2. Ergebnisse  
Wenn man die Mittelwerte der spezifischen Akkumulation gegen die dazugehörigen 
Konzentrationen aufträgt, wird ersichtlich, dass sich die Akkumulation des Taurocholats als 
Potenzialfunktion darstellen lässt. 
Mit Abnahme der Konzentration des unmarkierten Taurocholats erhöht sich in niedrigen 
Konzentrationsbereichen die intrazelluläre Konzentration des ³H-Taurocholats deutlich. Bei 
der niedrigsten Konzentration unmarkierten Taurocholats (3,125µM) erhält man mit 0,4595 
dementsprechend die höchste Akkumulation. In höheren Konzentrationsbereichen führt eine 
Konzentrationssteigerung des unmarkierten Taurocholat nur noch zu geringen Änderungen 
der Akkumulation, z.B. führt die Steigerung von 100µM auf 200µM zu einem geringem 
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Abfall der Akkumulation von 0,2456 auf 0,2099. Die Kurve flacht immer mehr ab und strebt 
einem konstanten Wert zu. 
 
4.3.3. Taurocholat-Aufnahme in Abhängigkeit von der Konzentration bei nicht-ligierten 
Ratten 
 
4.3.3.1. Versuchsdurchführung  
Zur Ermittlung der spezifischen Taurocholat-Aufnahme wird der Anteil der Aufnahme, der 
ohne spezifisches Carriersystem abläuft, von der Gesamtaufnahme abgezogen. Dies 
geschieht, indem nur die spezifische Akkumulation (Akkumulation - 0,4941) mit der 
zugehörigen unmarkierten Taurocholatkonzentration multipliziert wird. 
Die Aufnahme wurde nach 20-minütiger Inkubation mit ³H-Taurocholat (0,33x10-6 M) 
bestimmt. 
  Taurocholat-Aufnahme    
Konzentration 3,125µM 6,25µM 12,5µM 25µM 50µM 100µM 200µM 
Mittelwert 2,98 5,78 11,59 22,46 41,86 73,97 140,8 
spezifische Aufnahme 1,44 2,69 5,41 10,1 17,15 24,56 41,98 
Standardabweichung 0,41 0,93 2,23 4,51 4,71 11,16 28,72 
SEM 0,21 0,46 1,12 2,02 2,35 4,99 14,36 
Anzahl n 5/4 5/4 6/4 6/5 5/4 10/5 6/4 
n=Anzahl der Versuche/Anzahl der Tiere  
Tab. 6: Taurocholat-Aufnahme bei nicht-ligierten Ratten 
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Abb. 21: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 6 
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4.3.3.2. Ergebnisse 
Wenn man die spezifische Aufnahme des Taurocholats zu der dazugehörigen Konzentration 
des unmarkierten Taurocholats aufträgt, erhält man die konzentrationsabhängige Aufnahme 
von ³H-Taurocholat in die Zelle. 
Im Bereich niedriger Konzentrationen steigt die Taurocholat-Aufnahme stark an, zwischen 
3,125 und 25µM z.B. von 1,44 auf 10,1µM/l/20min. Im Bereich höherer Konzentrationen 
flacht die Kurve immer mehr ab, bei 200µM erhält man z.B. eine Aufnahme von 
41,98µM/l/20min, und strebt schließlich einem konstanten Wert zu. Die 
Taurocholataufnahme ist dann nicht mehr zu steigern. Anfangs verläuft die Kurve nahezu 
linear und zeigt Merkmale einer Sättigungskinetik. 
Dargestellt sind die Mittelwerte der spezifischen Taurocholat-Aufnahme +/- SEM. 
 
4.3.4. Gerade nach Eadie-Hofstee 
 
4.3.4.1. Versuchsdurchführung 
Durch Linearisierung der Kurve (Abb. 22) können Km und Vmax des Taurocholat-Transports 
bestimmt werden. Die vorher errechneten Werte für die spezifische Akkumulation und die 
spezifische Aufnahme werden daher konzentrationsabhängig gegeneinander aufgetragen, z.B. 
wird die spezifische Akkumulation bei 100µM gegen die spezifische Aufnahme bei 100µM 
aufgetragen.  
 
 Konzentration spezifische spezifische  
 unmarkiertes Taurocholat Akkumulation Aufnahme Anzahl n 
 (µM)  (µM/l/20min)  
 3,125 0,4595 1,44 5/4 
 6,25 0,4301 2,69 5/4 
 12,5 0,433 5,41 6/4 
 25 0,4041 10,1 6/5 
 50 0,343 17,15 5/4 
 100 0,2456 24,56 10/5 
 200 0,2099 41,98 6/4 
n=Anzahl Versuche/Anzahl Tiere 
Tab. 7: Berechnung der Daten zur Erstellung einer Geraden nach Eadie-Hofstee zur 
konzentrationsabhängigen Aufnahme von Taurocholat bei nicht-ligierten Ratten 
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Abb. 22: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 7 
 
 
4.3.4.2. Ergebnisse     
In Abb. 22 ist die spezifische Aufnahme gegen die spezifische Akkumulation aufgetragen. 
Durch Anwendung der linearen Regression lässt sich eine Ausgleichsgerade durch die 
Datenpunkte legen. Ihr Verlauf ist durch folgende Funktionsgleichung definiert: y= ax+b,   
a steht für die Steigung der Geraden und b für deren Schnittpunkt mit der y-Achse, wobei a=  
-Km und b= Vmax ist. Mit Hilfe der „Kleinste-Quadrate-Methode“ wurde aus den Daten die 
Funktionsgleichung y= -143,25x + 66,44 errechnet. 
Für Km erhält man also den Wert 143,25µM und für Vmax den Wert 66,44µM/l/20min. Die 
Michaelis-Konstante Km gibt die Taurocholatkonzentration an, bei der die Hälfte der 
Transportrezeptoren besetzt sind. Vmax zeigt die Maximalgeschwindigkeit an, die zustande 
kommt, wenn alle Transportrezeptoren besetzt sind. Um die Genauigkeit der 
Ausgleichsgeraden zu überprüfen wird der Korrelationskoeffizient errechnet.  
Er beträgt r= -0,9661 und ist mit p= 0,0004 signifikant von Null verschieden. 
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4.4. 3H-Taurocholat-Aufnahme bei gallengangsligierten Ratten 
 
4.4.1. Ziel 
Nachdem die Kinetik für den Taurocholat-Transport bei den nicht-ligierten Ratten ermittelt 
wurde, geht es diesmal um die Kinetik bei den ligierten Ratten. Hierzu werden erneut die 
Taurocholat-Akkumulation, die Taurocholat-Aufnahme und die Gerade nach Eadie-Hofstee 
errechnet und dargestellt. 
 
 
4.4.2. Taurocholat-Akkumulation in Abhängigkeit von der Konzentration 
 
4.4.2.1. Versuchsdurchführung  
Der Akkumulationsfaktor stellt das Verhältnis der aufgenommenen Radioaktivität im 
Zellpellet zur Radioaktivität im Zellüberstand dar. Er wurde bei einer 20-minütigen 
Inkubation mit ³H-Taurocholat (0,33x10-6M) und unmarkiertem Taurocholat verschiedener 
Konzentrationsstufen (200µM - 3,125µM) bestimmt. 
Bei der Berechnung der spezifischen Akkumulation wird hierbei so vorgegangen, wie bei den 
nicht-ligierten Ratten (s. 4.3.2.1.), nur dass bei den ligierten Ratten in vorherigen Versuchen 
ein Wert von 0,6343 für den unspezifischen Effekt ermittelt worden ist.  
                                               
  Akkumulationsfaktoren- 
verhältnis 
   
Konzentration (µM) 3,125µM 12,5µM 20µM 50µM 100µM 200µM 
Mittelwert 0,9049 0,9192 0,8878 0,7489 0,8263 0,7509 
spezifische Akkumulation 
(Mittelwert – unspez. Effekt) 
0,2706 0,2849 0,2535 0,1146 0,192 0,1166 
Standardabweichung 0,0723 0,0497 0,0484 0,0964 0,1824 0,0367 
SEM 0,0362 0,0249 0,0342 0,0482 0,0912 0,0184 
Anzahl n 5/4 6/4 4/2 6/4 7/4 8/4 
n=Anzahl der Versuche/Anzahl der Tiere 
Tab. 8: Taurocholat-Akkumulation bei ligierten Ratten 
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Abb. 23: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 8 
     
4.4.2.2. Ergebnisse  
Trägt man die Mittelwerte der spezifischen Akkumulation gegen die jeweiligen 
Konzentrationen auf, so wird ersichtlich, dass die Taurocholat-Akkumulation als 
Exponentialfunktion dargestellt werden kann. Bei einer Konzentration des unmarkierten 
Taurocholat von 3,125µM liegt die intrazelluläre Akkumulation des ³H-Taurocholat bei etwa 
0,27. Die Kurve nimmt, mit starken Schwankungen, während ihres Verlaufs deutlich ab. Bei 
der höchsten Konzentration von 200µM liegt die Akkumulation bei etwa 0,12. 
Dargestellt sind die Mittelwerte der spezifischen Taurocholat-Akkumulation +/- SEM. 
 
 
 48
  
4.4.3. Taurocholat-Aufnahme in Abhängigkeit von der Konzentration bei 
gallengangsligierten Ratten 
 
4.4.3.1. Versuchsdurchführung  
Bei der spezifischen Aufnahme wird der Anteil der Aufnahme, der ohne spezifisches 
Carriersystem abläuft von der Gesamtaufnahme abgezogen. Dies geschieht, indem nur die 
spezifische Akkumulation (Akkumulation - 0,6343) mit der zugehörigen unmarkierten 
Taurocholatkonzentration multipliziert wird. Die Aufnahme wurde bei einer 20-minütigen 
Inkubation mit ³H-Taurocholat (0,33x10-6M) bestimmt. 
 
   Taurocholat-Aufnahme    
Konzentration 3,125µM 12,5µM 20µM 50µM 100µM 200µM 
Mittelwert 2,83 11,49 17,76 37,44 82,63 150,18 
spezifische Aufnahme 0,85 3,56 5,07 5,73 19,2 23,32 
Standardabweichung 0,23 0,62 0,97 4,88 18,24 7,34 
SEM 0,11 0,31 0,69 2,44 9,12 3,67 
Anzahl n 5/4 6/4 4/2 6/4 7/4 8/4 
n=Anzahl der Versuche/Anzahl der Tiere 
Tab. 9: Taurocholat-Aufnahme bei ligierten Ratten 
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Abb. 24: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 9 
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4.4.3.2. Ergebnisse 
Wenn man die spezifische Aufnahme des Taurocholats zu der dazugehörigen Konzentration 
des unmarkierten Taurocholats aufträgt, erhält man die konzentrationsabhängige Aufnahme 
von ³H-Taurocholat in die Zelle. 
Im Bereich niedriger Konzentrationen liegt ein nahezu linearer Verlauf der Taurocholat-
Aufnahme vor, der Merkmale einer Sättigungskinetik aufweist. Im Bereich höherer 
Konzentrationen flacht sich der Verlauf immer mehr ab und strebt schließlich einem 
konstanten Wert zu. Die Taurocholat-Aufnahme ist dann nicht mehr zu steigern. 
Dargestellt sind die Mittelwerte der spezifischen Taurocholat-Aufnahme +/- SEM. 
 
 
4.4.4. Gerade nach Eadie-Hofstee 
 
4.4.4.1. Versuchsdurchführung  
Die zuvor errechneten Werte für die spezifische Akkumulation und die spezifische Aufnahme 
werden konzentrationsabhängig wie in 4.3.4.1. gegeneinander aufgetragen. 
 
 Konzentration spezifische spezifische  
 unmarkiertes Taurocholat Akkumulation Aufnahme  Anzahl n 
 (µM)  (µM/l/20min)  
 3,125 0,2706 0,85 5/4 
 12,5 0,2849 3,56 6/4 
 20 0,2535 5,07 4/2 
 50 0,1146 5,73 6/4 
 100 0,192 19,2 7/4 
 200 0,1166 23,32 8/4 
 n=Anzahl der Versuche/Anzahl der Tiere 
Tab. 10: Berechnung der Daten zur Erstellung einer Geraden nach Eadie-Hofstee zur 
konzentrationsabhängigen Aufnahme von Taurocholat bei ligierten Ratten 
 
  
 
 
 
 
0
5
10
15
20
25
30
35
40
45
0 0,1 0,2 0,3
spezifische Akkumulation
sp
ez
ifi
sc
he
 A
uf
na
hm
e 
(µ
M
/l/
20
m
in
)
Abb. 25: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 10  
 
4.4.4.2. Ergebnisse    
Die spezifische Aufnahme ist gegen die spezifische Akkumulation aufgetragen. Für das 
genaue Vorgehen siehe 4.3.4.2. 
Man erhält eine Ausgleichsgerade mit der Funktion y= ax+b, wobei a= -Km und b= Vmax ist.  
Bei der errechneten Funktionsgleichung y= -139,22x + 41,52 ist Km= 139,22µM und Vmax= 
41,52µM/l/20min. Der Korrelationskoeffizient beträgt r = -0,9545 und ist mit p = 0,0116 
signifikant von Null verschieden. Da die Ergebnisse für die Versuche mit 50µM unmarkiertes 
Taurocholat aufgrund zu großer Abweichungen nicht verwertbar waren, sind sie nicht zur 
Berechnung der Geraden nach Eadie-Hofstee herangezogen worden. 
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4.5. Vergleich der 3H-Taurocholat-Aufnahme zwischen nicht-ligierten und 
gallengangsligierten Ratten 
 
4.5.1. Ziel 
Die gewonnenen Ergebnisse der nicht-ligierten und der gallengangsligierten Ratten werden 
miteinander verglichen, um die adaptive Regulation der tubulären Resorption zu beschreiben. 
 
4.5.2. Vergleich der Taurocholat-Akkumulation zwischen nicht-ligierten und ligierten 
Ratten 
 
Konzentration spezifische Akkumulation spezifische Akkumulation 
unmarkiertes Taurocholat 
(µM) 
nicht-ligiert 
 
ligiert 
 
   
3,125 0,4595 0,2706 
6,25 0,4301  
12,5 0,433 0,2849 
20  0,2535 
25 0,4041  
50 0,343 0,1146 
100 0,2456 0,192 
200 0,2099 0,1166 
Tab. 11: Vergleich der spezifischen Taurocholat-Akkumulation 
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  ♦ nicht-ligierte Ratten, ■ ligierte Ratten 
  Abb. 26: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 11 
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4.5.2.1. Ergebnisse 
In Tab. 11 sind die Mittelwerte der spezifischen Akkumulation, sowohl der ligierten als auch 
der nicht-ligierten Ratten, gegen die jeweilige Konzentration aufgetragen. Beide Kurven 
haben einen ähnlichen Verlauf. Die Kurve der nicht-ligierten Ratten verläuft allerdings in 
einem höheren Akkumulationsbereich und ihre Mittelwerte weichen nicht so weit 
voneinander ab. Die proximalen Tubuluszellen der ligierten Ratten akkumulieren in allen 
Konzentrationsbereichen weniger ³H-Taurocholat als die der nicht-ligierten Ratten. 
Zur besseren Übersichtlichkeit sind die Mittelwerte der spezifischen Akkumulation ohne 
SEM aufgetragen worden. 
 
4.5.3. Vergleich der Taurocholat-Aufnahme zwischen nicht-ligierten und ligierten 
Ratten 
Konzentration 
unmarkiertes Taurocholat 
spezifische Aufnahme 
nicht-ligiert  
spezifische Aufnahme 
ligiert 
(µM)                            
3,125 1,44 0,85 
6,25 2,69  
12,5 5,41 3,56 
20  5,07 
25 10,1  
50 17,15 5,73 
100 24,56 19,2 
200 41,98 23,32 
Tab. 12: Vergleich der spezifischen Taurocholat-Aufnahme  
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   ♦ nicht-ligierte Ratten, ■ ligierte Ratten 
  Abb. 27: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 12 
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4.5.3.1. Ergebnisse 
Wenn man die spezifische Aufnahme des Taurocholats zu der dazugehörigen Konzentration 
des unmarkierten Taurocholats aufträgt, erhält man die konzentrationsabhängige Aufnahme 
von unmarkiertem Taurocholat in die Zelle. 
Schon bei einer Konzentration von 3,125µM ist die spezifische Aufnahme bei den nicht-
ligierten Ratten mit 1,44µM/l/20min ungefähr 70% höher als bei den ligierten Ratten 
(0,85µM/l/20min). In den niedrigen Konzentrationen haben beide Kurven einen ähnlichen, 
nahezu parallelen Verlauf. In höheren Konzentrationen steigt die Aufnahme des unmarkierten 
Taurocholats bei den nicht-ligierten Ratten jedoch stärker als bei den ligierten Ratten an. Bei 
einer Konzentration von 200µM ist dann die Aufnahme bei den nicht-ligierten Ratten 
(41,98µM/l/20min) ungefähr 80% höher als bei den ligierten Ratten (23,32µM/l/20min). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
4.5.4. Vergleich der Geraden nach Eadie-Hofstee bei ligierten und nicht-ligierten Ratten 
 
 spezifische spezifische spezifische 
 Akkumulation Aufnahme ligiert Aufnahme nicht-ligiert 
  (µM/l/20min)  (µM/l/20min)   
 0,1146 5,73  
 0,1166 23,32  
 0,192 19,2  
 0,2099  41,98 
 0,2456  24,56 
 0,2535 5,07  
 0,2706 0,85  
 0,2849 3,56  
 0,343  17,15 
 0,4041  10,1 
 0,426  5,41 
 0,433  2,69 
 0,4595  1,44 
Tab. 13: Vergleich der Geraden nach Eadie-Hofstee bei ligierten und nicht-ligierten Ratten 
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  Abb. 28: Grafische Darstellung der Werte aus Tab. 13  
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4.5.4.1. Ergebnisse 
Die spezifische Aufnahme ligiert und die spezifische Aufnahme nicht-ligiert sind in Abb. 28 
gegen die jeweilige spezifische Akkumulation aufgetragen. Man erhält jeweils eine 
Ausgleichsgerade mit der Funktion y= ax+b. Es gilt: a= -Km und b= Vmax. Wie in der 
Abbildung gut ersichtlich verlaufen beide Ausgleichsgeraden annähernd parallel, d.h. es 
besteht kaum ein Unterschied in der Steigung beider Geraden. 
Da die Steigung der Geraden den Km-Wert angibt, ergibt sich aus dieser Abbildung, dass der 
Km-Wert der ligierten Ratten nicht wesentlich von dem der nicht-ligierten Ratten abweicht 
(139,22µM bzw. 143,25µM). Durch den Schnittpunkt beider Geraden mit der Y-Achse lässt 
sich der jeweilige Vmax-Wert bestimmen, der deutlich sichtbar unterschiedlich ausfällt. Der 
Vmax–Wert der ligierten Ratten unterscheidet sich also mit 41,52µM/l/20min wesentlich vom 
Vmax  (66,44µM/l/20min) der nicht-ligierten Ratten. 
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5. Diskussion 
 
Die Isolierung proximaler Tubuluszellen nach Boogard stellt sich als geeignete Methode dar, 
um den apikalen Na+-abhängigen Gallensäure-Transporter (ASBT) sowohl unter normalen 
Bedingungen als auch unter Cholestase zu charakterisieren. 
 
Die Untersuchungen zeigen folgende Ergebnisse: 
 
1. Mit Sprague-Dawleyratten konnten 13,6 Millionen und mit Wistarratten 15,34 Millionen 
vitale Zellen gewonnen werden. Diese Werte unterschieden sich nicht signifikant 
voneinander (p>0,05). Die spezifische Taurocholat-Aufnahme über den ASBT war aber 
bei Sprague-Dawleyratten um 92% höher als bei Wistarratten . 
2. Bei der Erprobung neuer Worthington-Kollagenasen bezüglich der Gewinnung proximaler 
Tubuluszellen war die Charge M0A3662 mit durchschnittlich 15 Millionen Zellen und 
9,28 Millionen vitaler Zellen am effektivsten. 
3. Der Akkumulationsfaktor des 3H-Taurocholats lässt sich durch Hinzugabe von 1000µM 
unmarkiertes Taurocholat von 4,665 auf 2,36 hemmen, was einen spezifischen 
Akkumulationsfaktor von 2,305 unter normalen Bedingungen ergibt. 
4. Durch eine zunehmende Konzentration unmarkierten Taurocholats (3,125-200µM) nimmt 
die Akkumulation von 3H-Taurocholat exponentiell ab und strebt der Null entgegen. Diese 
Sättigung zeigt sich auch bei der spezifischen Aufnahme, die trotz exponentiell 
zunehmender Konzentrationen immer weniger ansteigt. 
5. Aus der konzentrationsabhängigen Taurocholat-Aufnahme ergibt die Erstellung einer 
Geraden nach Eadie-Hofstee einen Km-Wert von 143,25µM und einen Vmax von 
66,44µM/l/20min. 
6. Auch unter Cholestase nimmt die Akkumulation von 3H-Taurocholat durch steigende 
Konzentrationen unmarkierten Taurocholats exponentiell ab, strebt gegen Null und zeigt 
somit auch eine Sättigung. 
7. Im Vergleich der Aufnahmekinetik unter Cholestase und unter normalen Bedingungen 
zeigt sich, dass der Vmax-Wert unter Cholestase, trotz ähnlicher Km-Werte (139,22µM und 
143,25µM), mit 41,52µM/l/20min um 37,5% abgenommen hat. 
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5.1. Vergleich der Rattenrassen Wistar und Sprague-Dawley 
 
Vorherige Studien wiesen nach, dass sich die Serumkonzentration der Gallensäuren bei 
Sprague-Dawley- und Wistarratten nicht signifikant voneinander unterscheiden, was sowohl 
für normale als auch Cholestasebedingungen gilt (78). Unser Ziel war es aber, zu eruieren, mit 
welcher Rasse man mehr proximale Tubuluszellen und eine höhere spezifische Taurocholat-
Akkumulation erreichen kann. Sprague-Dawleyratten ergaben zwar eine geringere Anzahl 
vitaler Zellen (13,6 Millionen) als Wistarratten (15,34 Millionen), bei ihnen lag aber der 
spezifische Taurocholat-Akkumulationsfaktor mit 2,355 um 92% höher als bei Wistarratten 
(1,227).  
Es gab keine Vergleichswerte in der Literatur, jedoch wurde in Versuchen, die sich mit dem  
Gallensäure-Transport beschäftigten, meistens Sprague-Dawleyratten verwendet (7;18;67-
69;77;78;89). Aufgrund der höheren Akkumulation und der Vergleichbarkeit sowohl mit 
parallel durchgeführten Clearance-Untersuchungen als auch mit den Ergebnissen anderer 
Arbeitsgruppen haben wir unsere Versuche mit Sprague-Dawleyratten fortgesetzt. 
 
 
5.2. Vergleich Kollagenasen 
 
Die zu Beginn der Versuche benutzte Kollagenase Worthington Typ 2 Charge S6M622 
konnte nicht mehr geliefert werden, weswegen eine andere Charge benutzt werden musste. 
Vorherige Versuche im Institut ergaben, dass sich mit Worthington-Kollagenasen mehr 
proximale Tubuluszellen als mit Boehringer-Kollagenasen isolieren lassen (6), weswegen 
diesmal nur Worthington-Kollagenasen miteinander verglichen wurden. 
Mit der nicht mehr lieferbaren Charge S6M622 (254 Einheiten/mg) wurden durchschnittlich 
17,4 Millionen Zellen und davon 9,9 Millionen vitale Zellen erreicht. Im Vergleich zu den 
neu erprobten Chargen erbrachte sie also die höchste Anzahl sowohl für die Tubuluszellen 
insgesamt als auch für die vitalen Zellen. 
Von den neuen Kollagenasen konnte mit der Kollagenase Typ 1 Charge M0A3662 (15 
Millionen Zellen und 9,28 Millionen vitale Zellen) am effektivsten isoliert werden.  
Die Chargen M0A3662 und S6M622 besitzen eine ähnliche Anzahl von Einheiten/mg (246 
und 254), was möglicherweise der Grund für deren ähnlich effiziente Wirkung ist. 
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Die Kollagenase Typ 1 Charge M0A3689 (232 Einheiten/mg) erbrachte durchschnittlich 
11,65 Millionen proximale Tubuluszellen und damit ca. 22% weniger als die Charge 
M0A3662, bei den vitalen Zellen waren es mit 8,4 Millionen 9,5% weniger.  
Mit den Kollagenasen Typ 1 Charge 48D1945 (200 Einheiten/mg) und Typ 2 Charge 
40B3778-A (273 Einheiten/mg) konnten insgesamt höchstens 5 Millionen Zellen gewonnen 
werden. Innerhalb unserer Versuche handelt es sich hierbei um die Charge mit der geringsten 
und der höchsten Anzahl von Einheiten. Da für unsere Versuche aber mindestens eine 
Zellzahl von 6 Millionen erforderlich ist konnten sie nicht verwendet werden. 
Aufgrund dieser Ergebnisse wurden die Versuche mit der Kollagenase Typ 1 Charge 
M0A3662 fortgesetzt. 
 
 
5.3. Taurocholat-Aufnahme bei nicht-ligierten Ratten 
 
Um die tubuläre Resorption der Gallensäuren nachzuweisen und zu beschreiben haben wir die 
Aufnahme von 3H-Taurocholat in die proximalen Tubuluszellen durch die Gabe einer hohen 
Konzentration unmarkierten Taurocholats (1000µM) gehemmt. Die Akkumulationshemmung 
ergibt hierbei den Wert der spezifischen Taurocholataufnahme. In unseren Versuchen konnte 
dadurch die Akkumulation von dem Akkumulationsfaktor 4,665 auf 2,305 gehemmt werden, 
wodurch sich eine spezifische Taurocholat-Aufnahme von 50,6% ergibt. 
Bei Wilson et al. konnte durch die gleiche Konzentration unmarkierten Taurocholats 
(1000µM) ebenso eine Akkumulationshemmung von ca. 50% erreicht werden. Diese Zahlen 
wurden jedoch durch die Aufnahme in die Vesikel der Bürstensaummembran in einem 
wesentlich kürzeren Zeitraum (20 Sekunden) gemessen (16). In Versuchen mit cDNA 
transfizierten COS-Zellen wurde durch die Gabe einer zehnfach so hohen Konzentration 
unmarkierten Taurocholats sogar eine Akkumulationshemmung von 63% erlangt (39).  
Der durch unmarkiertes Taurocholat nicht hemmbare Anteil des Transports entsteht 
möglicherweise durch untergegangene Zellen oder unspezifische Haftung von Taurocholat an 
der Membran. 
 
  
Dass in unseren Experimenten, nach Abzug des unspezifischen Effektes, auch wirklich nur 
die Taurocholat-Aufnahme über den ASBT gemessen wurde, konnte im wesentlichen durch 
frühere Versuche unserer Arbeitsgruppe gezeigt werden. Die Ergebnisse der Versuche sind in 
Abb. 29 dargestellt. Wie die Abbildung zeigt hatte Probenecid, der klassische Inhibitor des 
basolateralen organischen Säuretransporters (OATK2) der Niere, keinen signifikanten 
Einfluss auf die Taurocholat-Aufnahme, was gegen eine basolaterale Aufnahme von 
Taurocholat spricht. S 0960, ein dimerisches Gallensäureanalogon und nachgewiesener 
spezifischer Hemmstoff des ASBT (90), bewirkte jedoch eine ähnliche Akkumulations-
hemmung wie das unmarkierte Taurocholat. Dieses Ergebnis läßt den Schluss zu, dass die 
durch unmarkiertes Taurocholat hemmbare Taurocholat-Aufnahme nahezu vollständig durch 
den ASBT vermittelt wird. Zusätzlich wiesen Schlattjan et al. die Bedeutung des ASBT für 
die tubuläre Gallensäure-Resorption anhand von Clearance-Experimenten an anästhesierten 
Ratten nach.  5 Stunden nach Gallengangsligatur konnte die Taurocholat-Clearance durch die 
Gabe von S 0960 signifikant gesteigert werden (von 85,4 (+/-15,7) auf 371,1 (+/-86)µl/min). 
Bei nicht signifikanter Änderung der glomerulären Filtrationsrate sank die tubuläre 
Taurocholat-Resorption von 90,2% (+/-1,72) auf 68% (+/-7,5) (7). 
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Abb. 29: Effekt von Probenecid, unmarkiertem Taurocholat und S 0960 auf die Akkumulation  
von 3H-Taurocholat (68) 
 
Unsere Versuche bestätigen also die Ergebnisse zahlreicher Arbeitsgruppen (7;12;16-18;67-
70) über ein an der luminalen Membran proximaler Tubuluszellen lokalisiertes 
Transportsystem, welches sekundär-aktiv für die Resorption von Gallensäuren verantwortlich 
ist. Bis auf vorherige Untersuchungen unseres Instituts, bei denen sowohl die Zeit- als auch 
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Konzentrationsabhängigkeit dieses Transportsystems analysiert worden ist (7), wurde bisher 
noch keine Kinetik der tubulären Gallensäure-Aufnahme beschrieben.  
Unser Ziel war es, eine solche Kinetik unter normalen Bedingungen zu bestimmen, um sie in 
einem späteren Schritt mit der Kinetik unter Cholestase zu vergleichen. 
 
Der Km-Wert der tubulären Taurocholat-Aufnahme bei den nicht-ligierten Ratten beträgt 
143µmol/l. Er liegt damit höher als die Km-Werte von 27, 33, 36, 37 und 48µmol/l, welche 
bei Versuchen mit Ileozyten von Mäusen (45), mit cDNA transfizierten COS-Zellen (39) des 
Hamsters, mit Vesikeln der Bürstensaummembran von Kaninchen (91) und Menschen (92) 
und mit ilealer poly (A)+-RNA transfizierten Xenopus-Oozyten (93) erlangt worden sind. Ein 
möglicher Grund für diese Diskrepanz könnte sein, dass bei uns die Kinetik der gesamten 
proximalen Tubuluszelle gemessen worden ist und nicht nur die Kinetik der transfizierten 
Zellen oder isolierten Membranvesikel. Unsere Werte liegen allerdings noch unter den 
Werten (330µmol/l) von Wilson et al., welche auch mit proximalen Tubuluszellen der Ratte 
erlangt worden sind (16). Da bei ihnen aber andere Methoden („Standing Droplet“ und 
Mikroperfusionsuntersuchungen) verwendet wurden, gestaltet sich ein direkter Vergleich 
schwierig.  
 
 
5.4. Taurocholat-Aufnahme bei gallengangsligierten Ratten 
 
Da die verminderte tubuläre Resorption der Gallensäuren der entscheidende Faktor für deren 
erhöhte renale Clearance zu sein scheint (67;76;79;81), beschäftigt sich diese Studie mit der 
tubulären Aufnahmekinetik von Taurocholat, dem Prototypen einer Gallensäure (68), unter 
Cholestasebedingungen. 
 
In vorherigen Versuchen mit Ratten, bei denen der Gallengang ligiert wurde, stiegen die 
Gallensäuren im Serum stark an und erreichten am 3. Tag nach Ligatur mit etwa 780µmol/l 
ihre höchste Konzentration und sanken dann innerhalb von 14 Tagen wieder langsam. 
Zeitgleich nahm die renale Clearance der Gallensäuren progressiv stark zu (von 0,186 auf 
8,46µmol/l/Tag), wobei sowohl die Konzentration der Gallensäuren im Urin als auch das 
Urinvolumen signifikant zugenommen hatten (94;95). Die Ergebnisse zeigen einen möglichen 
Zusammenhang zwischen der nach drei Tagen abnehmenden Serumkonzentration und der 
stetig steigenden renalen Ausscheidung der Gallensäuren. Zu ähnlichen Ergebnissen kamen 
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Versuche bei Hamstern, bei denen die Serumkonzentration 24 Stunden nach 
Gallengangsligatur mit 454µg/ml am höchsten war und schon nach 3 Tagen auf 64µg/ml 
absank (96). Aufgrund dieser Ergebnisse wurde in dieser Studie die Aufnahmekinetik für 
Taurocholat nach 24stündiger Cholestase gemessen, da zu diesem Zeitpunkt eine für unsere 
Versuche ausreichend hohe Serumkonzentration der Gallensäuren vorliegt. In unseren 
Versuchen stand somit die kurzfristige Regulation des ASBT im Vordergrund. 
 
Der Km-Wert für die Taurocholat-Aufnahme der ligierten Ratten unterscheidet sich in unseren 
Versuchen mit 139,22µM kaum von dem Km-Wert der nicht-ligierten Ratten (143,25µM). Die 
Affinität der Gallensäure zum ASBT bleibt daher unverändert und die verminderte tubuläre 
Resorption kann nicht durch strukturelle Veränderungen des ASBT-Proteins erklärt werden. 
  
Die maximale Geschwindigkeit Vmax der ligierten Ratten (41,52µM/l/20min) hat im Vergleich 
zu dem Vmax-Wert der nicht-ligierten Ratten (66,44µM/l/20min) aber um etwa 37,5% 
abgenommen. Dies spricht, bei einem strukturell unverändertem ASBT-Protein, für eine 
verminderte Anzahl der Gallensäure-Transporter (ASBT) in der apikalen Membran unter 
Cholestasebedingungen.  
Hier stellt sich die Frage, wie es zu einer Abnahme der Gallensäure-Transporter in der 
apikalen Membran kommen kann?  
 
Nach Abschluss der Untersuchungen ist ein Artikel von Lee et al. erschienen, der sich auch 
mit der Anpassung des ASBT unter Cholestasebedingungen beschäftigt. Wie in vorherigen 
Untersuchungen erreichte die Serumkonzentration der Gallensäuren innerhalb der ersten 3 
Tage nach Ligatur ihren Höhepunkt und nahm, bei progressiv steigender renaler Exkretion, 
bis auf ein über dem Ausgangsniveau liegendes Plateau ab. Vierzehn Tage nach der Ligatur 
ergab sich bei Immunfluoreszenz-Untersuchungen eine Abnahme der mRNA des renalen 
ASBT auf 46% und des renalen ASBT-Proteins auf 37% der Werte von Kontrollratten (78). 
Wie in unseren Versuchen kam es während der Cholestase zu einer Abnahme des 
Gallensäure-Transports, welcher diesmal an den renalen Bürstensaummembranvesikeln 
gemessen worden ist. 
 
Zu der Frage, ob eine längerfristig erhöhte Serumkonzentration der Gallensäuren zu einer 
reaktiven Anpassung des ASBT-Gens führt und damit die Abnahme des ASBT erklären kann, 
findet zur Zeit eine kontroverse Diskussion statt (97). Von Shneider et al. (98) wurde 
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erstmalig eine negative Rückkopplung für den Menschen beschrieben: Gallensäuren bilden 
mit den nuklearen Hormonrezeptoren (Farnesoid X-Rezeptoren = FXR) Komplexe, die zu 
einer erhöhten Expression der kurzen heterodimeren Proteine (SHP) führen. Die SHP 
hemmen dann die Aktivität des RAR/RXR-Elements (retinoic acid receptor/ retinoid X 
receptor), welches, auf dem Promoter des ASBT-Gens gelegen, für die Expression des ASBT 
bedeutend ist. Durch Gabe von Vitamin A kann beispielsweise über das RAR/RXR-Element 
die Promoteraktivität des ASBT-Gens und damit die Expression des ASBT vervierfacht 
werden (98).       
Durch Klonierung und Charakterisierung des ASBT-Promoters von Ratte (99) und Maus 
(100) konnten in vitro-Analysen über den Zusammenhang zwischen erhöhter Gallensäure-
konzentration und ASBT-Expression durchgeführt werden. In verschiedenen Versuchen 
konnte eine negative Rückkopplung durch Gallensäuren allerdings nur bei Mäusen 
(98;101;102) und nicht bei Ratten nachgewiesen werden (103). Das aktivierte SHP würde 
unter Cholestase LRH-1 hemmen, welches bei Mäusen für die Aktivierung des ASBT-
Promoter verantwortlich ist. Da LRH-1 bei Ratten nicht nachgewiesen werden konnte, bleibt 
bei ihnen der exakte Mechanismus der verminderten tubulären Resorption noch unklar. 
 
Nach 24stündiger Ligatur, wie sie auch in unseren Versuchen durchgeführt worden ist, konnte 
durch Western Blotting nachgewiesen werden, dass die Gesamtmenge des ASBT-Proteins in 
den proximalen Tubuluszellen noch nicht regredient war (68). Daher kann eine verminderte 
Expression des ASBT als Ursache für die verminderte tubuläre Resorption in der Frühphase 
der Cholestase ausgeschlossen werden. Es könnte aber zu einer Umverteilung des Proteins 
von der Membran in intrazelluläre Kompartimente gekommen sein. Solche 
Umverteilungsprozesse sind bereits für andere Transporter der proximalen Tubuluszellen 
beschrieben worden. So zeigten Murer et al. beispielsweise, dass nach der Gabe von 
Parathormon der Na+/Phosphat-Transporter durch Endozytose und anschließenden 
lysosomalen Abbau aus der apikalen Membran proximaler Tubuluszellen entfernt wird (104-
108). Ein solcher Mechanismus wäre mit unseren Ergebnissen gut vereinbar. Ein direkter 
Zusammenhang zwischen dieser Internalisierung und der membranösen Abnahme des ASBT 
wurde bisher noch nicht untersucht. 
Eine weitere Möglichkeit könnte eine erhöhte Aktivität von Proteinkinasen oder 
Proteinphosphatasen sein, die dann durch Phosphorylierungs- oder 
Dephosphorylierungsprozesse den ASBT beeinflussen würden. Versuche am NTCP 
(SL10A1), welches eine 35%-ige Sequenzhomologie zum ASBT (SL10A2) aufweist, zeigten 
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eine cAMP vermittelte Dephosphorylierung dieses Transporters, die wahrscheinlich zu dessen 
Translokation an die Plasmamembran führt (109-111). Durch die Aktivierung des 
Ca2+/Calmodulin-abhängigen Polypeptids (PP2B) bewirkt cAMP die Dephosphorylierung des 
NTCP, und durch die Aktivierung des PI3-K-Signalweges wird dann möglicherweise die 
Translokation des NTCP erleichtert (109). 
Verschiedene Versuche sprechen für einen ähnlichen Mechanismus beim ASBT. So konnte 
beispielsweise in Versuchen mit 8-Br-cAMP (10-3M), einem membrangängigem cAMP-
Analogon, und Forskolin (10-4M), welches die Adenylcyclase aktiviert, die Taurocholat-
Aufnahme um 22,3% bzw. 55,3% gehemmt werden (112;113). Eine Beteiligung des 
Adenylcyclase-Systems an dieser Regulation würde voraussetzen, dass eine Cholestase zu 
seiner gesteigerten Aktivität führt, wozu allerdings zur Zeit noch keine Untersuchungen 
vorliegen. Insgesamt zeigen unsere Versuche, dass durch den beschriebenen 
Adaptationsvorgang die renale Ausscheidung von Gallensäuren gefördert wird, was zu deren 
Abnahme im Serum und damit möglicherweise auch zur Reduktion der klinischen Symptome 
der Cholestase führt.  
 
  
5.5. Ausblick 
 
Der ileale ASBT ist als mögliches Ziel der cholesterinsenkenden Therapie erkannt worden, 
und es sind einige Inhibitoren des ASBT entwickelt worden. Die Inhibitoren lassen sich in 
zwei Gruppen einteilen, nämlich in die Gruppe der Gallensäurederivate (90) und die der 
Substanzen ohne Gallensäurekomponenten, zu denen Benzothiazepine (114) und dessen 
Analoga (115;116) gehören. Zwei dieser Inhibitoren haben bereits die Phase 2 der klinische 
Studien erreicht, wovon bei einem eine LDL-Senkung von 10% erreicht werden konnte (117). 
In einiger Zeit wird die gesamte Struktur des ASBT aufgeschlüsselt werden, außerdem 
werden neue Inhibitoren entwickelt und von den bereits vorhandenen werden einige zum 
klinischen Einsatz bei der Cholesterinsenkung kommen. 
Nachdem die Kinetik des renalen ASBT, sowohl unter normalen als auch 
Cholestasebedingungen ausreichend beschrieben worden ist, kann die Wirkung von ilealen 
Inhibitoren auf den renalen ASBT getestet werden.  
Ein späteres Ziel könnte der klinische Einsatz von renalen ASBT-Inhibitoren sein, um die 
renale Ausscheidung von Gallensäuren bei Patienten mit Cholestase zu erhöhen und damit 
deren Belastung durch Gallensäuren zu senken.  
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6. Zusammenfassung 
 
Unter normalen Bedingungen ist die renale Exkretion der Gallensäuren gering, da sie nach 
ihrer glomerulären Filtration fast vollständig über den apikalen Na+-abhängigen Gallensäure-
Transporter (ASBT) tubulär rückresorbiert werden. Ein Anstieg der Serumkonzentration von 
Gallensäuren unter Cholestase führt zu ihrer erhöhten renalen Ausscheidung. Diese Studie 
beschäftigt sich mit der tubulären Resorption von Taurocholat, dem Prototypen einer 
Gallensäure, unter normalen Bedingungen und der kurzfristigen adaptiven Regulation dieser 
Resorption unter Cholestase. 
 
Die Ergebnisse zeigen: 
 
1. Die Methode der Isolierung proximaler Tubuluszellen der Ratte ist dazu geeignet den 
renalen Taurocholat-Transport unter verschiedenen Bedingungen zu untersuchen. 
 
2. Unter Normalbedingungen wird eine tubuläre Taurocholat-Akkumulation mit einem 
Akkumulationsfaktor von über 4 festgestellt. In kinetischen Analysen stellt sich die 
tubuläre Taurocholat-Aufnahme als sättigbarer Prozess mit einem Km von 143,25µM und 
einem Vmax von 66,44µM/l/20min dar. 
 
3. Nach 24stündiger extrahepatischer Cholestase kommt es zu einer verminderten tubulären 
Taurocholat-Aufnahme, was als Ursache der erhöhten renalen Exkretion zu werten ist und 
eine Adaptation an den pathologischen Zustand der Cholestase darstellt. Im Vergleich der 
kinetischen Analysen zeigte sich, trotz ähnlichem Km-Wert (139,22µM), eine Abnahme 
des Vmax  während der Cholestase um 37,5% auf 41,52µM/l/20min.  
 
  
Die Versuche haben dazu beigetragen die kurzfristige Regulation des tubulären Gallensäure-
Transportes unter Cholestase zu beschreiben. Diese Arbeit unterstützt die Vorstellung einer 
Abnahme der Transportkapazität des renalen Gallensäure-Transporters ASBT, welche durch 
einen Überfluss an Gallensäuren eingeleitet wird. Vermutlich liegen beim Menschen ähnliche 
Adaptationsvorgänge vor. Für die längerfristige Regulation lassen sich aufgrund der oben 
beschriebenen unterschiedlichen molekularen Mechanismen allerdings keine Rückschlüsse 
ziehen. 
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8. Anhang 
 
 
8.1.  Anhang zu 4.1. Vergleich der Rattenrassen Sprague-Dawley und Wistar 
 
Sprague-Dawley 
 
 Anzahl Anzahl Anzahl vitaler  Akkumulationsfaktoren  
 der isolierter Zellen isolierter Zellen 3H-Taurocholat 3H-Taurocholat + Akkumulations-
 Proben (Millionen) (Millionen)  unmarkiertes Taurocholat hemmung 
Ratte 1 5 22 10 4,732 2,506 2,226 
Ratte 2 4 22,5 12 3,915 2,052 1,863 
Ratte 3 2 12,6 6,6 3,08 2,614 0,466 
Ratte 4 6 34 15 5,184 2,539 2,645 
Ratte 5 8 62 35 3,764 1,971 1,793 
Ratte 6 2 8,2 5,2 6,085 2,311 3,774 
Ratte 7 2 15,1 11,6 5,895 2,143 3,752 
Gesamt 29 176,4 95,4 32,655 16,136 16,519 
Mittelwert 4,14 25,2 13,6 4,66 2,31 2,36 
 
 
 
 
Wistar 
 
 Anzahl Anzahl Anzahl vitaler  Akkumulationsfaktoren  
 der isolierter Zellen isolierter Zellen 3H-Taurocholat 3H-Taurocholat + Akkumulations-
 Proben (Millionen) (Millionen)  unmarkiertes Taurocholat hemmung 
Ratte 1 5 36,5 16,5 3,821 1,949 1,872 
Ratte 2 6 32 16,5 4,072 2,465 1,607 
Ratte 3 4 19,8 10,8 2,295 1,42 0,875 
Ratte 4 6 35,5 22,5 2,628 2,036 0,592 
Ratte 5 4 18,9 10,4 3,033 1,845 1,188 
Gesamt 25 142,7 76,7 15,849 9,715 6,134 
Mittelwert 5 28,54 15,34 3,17 1,943 1,227 
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8.2.  Anhang zu 4.2. Vergleich Kollagenasen 
 
Versuchs
- Nr. 
Worthington- 
Charge 
Menge Perfusions-
zeit 
isolierte Zellen 
(gesamt) 
isolierte Zellen 
(vital) 
  (g) (min) (Mio.) (Mio.) 
8 S6M622 0,04 20 13,5 3,5 
9 S6M622 0,04 20 18 7,5 
10 S6M622 0,04 20 2,5 1,5 
11 S6M622 0,04 20 0 0 
12 S6M622 0,04 20 6 4 
13 S6M622 0,04 20 13,2 6,2 
14 S6M622 0,04 20 56,4 17,4 
15 S6M622 0,04 20 42 22 
16 S6M622 0,04 20 36,5 16,5 
17 S6M622 0,04 20 32 16,5 
18 S6M622 0,04 20 19,8 10,8 
19 S6M622 0,04 20 22 10 
20 S6M622 0,04 20 35,5 22,5 
21 S6M622 0,04 20 18,9 10,4 
22 S6M622 0,04 20 22,5 12 
24 S6M622 0,04 20 34 15 
25 S6M622 0,04 20 62 35 
30 S6M622 0,04 20 8 6 
31 S6M622 0,04 20 14 12 
32 S6M622 0,04 20 8 6 
33 S6M622 0,04 20 15 13 
34 S6M622 0,04 20 17 13 
35 S6M622 0,04 20 20 14 
36 S6M622 0,04 20 8 5 
37 S6M622 0,04 20 25 16,5 
38 S6M622 0,04 20 14 10 
39 S6M622 0,04 20 6 4 
40 S6M622 0,04 20 6 4,5 
41 S6M622 0,04 20 14 8 
42 S6M622 0,04 20 7 4 
43 S6M622 0,04 20 12 8 
44 S6M622 0,04 20 7 5 
45 S6M622 0,04 20 15 9 
47 S6M622 0,04 20 10,5 5 
48 S6M622 0,04 20 10 6 
49 S6M622 0,04 20 18 13 
50 S6M622 0,04 20 10 4 
51 S6M622 0,04 20 17,5 11 
52 S6M622 0,04 20 13 7 
58 S6M622 0,04 20 13 7 
59 S6M622 0,04 20 15 9 
60 S6M622 0,04 20 11 7,5 
61 S6M622 0,04 20 26 17 
62 S6M622 0,04 20 13 6 
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63 S6M622 0,04 20 26 16,5 
64 S6M622 0,04 20 18 11 
65 S6M622 0,04 20 11,5 5,5 
66 S6M622 0,04 20 0 0 
67 S6M622 0,04 20 22 13 
68 S6M622 0,04 20 21 13 
69 S6M622 0,04 20 9 4,5 
70 S6M622 0,04 20 21 12 
71 S6M622 0,04 20 20 10 
73 S6M622 0,04 20 17 11,5 
74 S6M622 0,04 20 10,5 5 
75 S6M622 0,04 20 17 13 
76 S6M622 0,04 20 13 7 
78 S6M622 0,04 20 24 14 
79 S6M622 0,04 20 8 5 
80 S6M622 0,04 20 18 11 
 Mittelwert   17,4 9,9 
 SEM   1,5 0,77 
 
 
 
 
Versuchs
- Nr. 
Worthington- 
Charge 
Menge Perfusions-
zeit 
isolierte Zellen 
(gesamt) 
isolierte Zellen 
(vital) 
  (g) (min) (Mio.) (Mio.) 
53 MOA3662 0,04 20 10 5 
54 MOA3662 0,04 20 12 6 
83 MOA3662 0,04 20 15 8 
84 MOA3662 0,04 20 15 7 
85 MOA3662 0,04 20 13 8 
86 MOA3662 0,04 20 16 7 
87 MOA3662 0,04 20 10,5 5,5 
88 MOA3662 0,04 20 8 5,5 
89 MOA3662 0,04 20 21 12 
90 MOA3662 0,04 20 23 13 
91 MOA3662 0,04 20 24 14 
93 MOA3662 0,04 20 13 11 
94 MOA3662 0,04 20 16 13 
95 MOA3662 0,04 20 18 13,5 
97 MOA3662 0,04 20 15,5 13 
98 MOA3662 0,04 20 10 7 
 Mittelwert   15 9,28 
 SEM   1,17 0,84 
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Versuchs
- Nr. 
Worthington- 
Charge 
Menge Perfusions-
zeit 
isolierte Zellen 
(gesamt) 
isolierte Zellen 
(vital) 
  (g) (min) (Mio.) (Mio.) 
26 48D1945 0,04 20 0 0 
27 48D1945 0,04 20 6,8 5,2 
 Mittelwert   3,4 2,6 
 
 
 
 
Versuchs
- Nr. 
Worthington- 
Charge 
Menge Perfusions-
zeit 
isolierte Zellen 
(gesamt) 
isolierte Zellen 
(vital) 
  (g) (min) (Mio.) (Mio.) 
28 MOA3689 0,04 20 8,2 5,2 
29 MOA3689 0,04 20 15,1 11,6 
 Mittelwert   11,65 8,4 
 
 
 
 
Versuchs
- Nr. 
Worthington- 
Charge 
Menge Perfusions-
zeit 
isolierte Zellen 
(gesamt) 
isolierte Zellen 
(vital) 
  (g) (min) (Mio.) (Mio.) 
55 40B3778-A 0,04 20 10 6 
56 40B3778-A 0,04 20 0 0 
 Mittelwert   5 3 
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8.3. Anhang zu 4.3. 3H-Taurocholat-Aufnahme bei nicht-ligierten Ratten 
 
Akkumulationsfaktoren 
 
nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 200µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 5,4222 5,4222 2,8885 2,8885 0,5327 
Ratte 2 3,3621 3,3621 2,3461 2,9698 0,8833 
 2,9698  2,6197   
Ratte 3 4,7241 4,7241 3,2434 3,2434 0,6866 
Ratte 4 4,4207 4,2756 3,0634 3,0498 0,7133 
 4,1305  3,0362   
Mittelwert     0,704 
 
 
nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 100µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 4,4361 4,5885 3,8285 3,6557 0,7967 
 4,7409  3,4829   
Ratte 2 3,7922 4,0538 3,268 3,2633 0,805 
 4,3153  3,2586   
Ratte 3 3,2172 3,2172 1,9814 1,9814 0,6159 
Ratte 4 4,0371 3,8542 3,1887 3,301 0,8565 
 3,7556  3,2301   
 3,7699  3,4842   
Ratte 5 3,9463 4,0613 2,7442 2,5356 0,6243 
 4,1762  2,3269   
Mittelwert     0,7397 
 
 
nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 50µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 4,5853 3,9129 3,0091 2,7595 0,7052 
 3,2405  2,5098   
Ratte 2 2,8231 2,8231 2,4198 2,4198 0,8571 
Ratte 3 2,3927 2,3927 2,0521 2,0521 0,8577 
Ratte 4 3,1131 3,1131 2,8901 2,8901 0,9284 
Mittelwert     0,8371 
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nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 25µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,4963 2,4963 2,5878 2,5878 1,0367 
Ratte 2 2,0459 2,0459 1,9261 1,9261 0,9414 
Ratte 3 3,3248 3,3248 3,0508 3,0508 0,9176 
Ratte 4 4,1846 4,8737 2,9671 2,8622 0,5873 
 5,5628  2,7573   
Ratte 5 2,8504 2,8504 2,873 2,873 1,008 
Mittelwert     0,8982 
 
 
nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 12,5µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,5143 2,6194 2,6251 2,8828 1,1006 
 2,7244  3,1405   
Ratte 2 2,844 2,844 2,1395 2,1395 0,7523 
Ratte 3 2,728 2,533 3,0869 2,6829 1,0592 
 2,3386  2,2789   
Ratte 4 3,1343 3,1343 2,4955 2,4955 0,7962 
Mittelwert     0,9271 
 
 
nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 6,25µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,2987 2,2987 1,956 1,956 0,8509 
Ratte 2 2,1238 2,1238 2,3757 2,3757 1,1186 
Ratte 3 3,3203 3,3203 2,5699 2,5699 0,774 
Ratte 4 2,5468 2,5468 2,4275 2,4275 0,9532 
Mittelwert     0,9242 
 
 
nicht ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   +3,125µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,4261 2,4261 2,101 2,101 0,866 
Ratte 2 2,0565 1,9089 1,84 1,9033 0,9972 
 1,7612  1,9665   
Ratte 3 2,8192 2,9148 2,645 2,4203 0,8303 
 3,0104  2,1956   
Ratte 4 1,7792 1,7792 1,9939 1,9939 1,1207 
Mittelwert     0,9536 
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8.3.1. Anhang zu 4.3.3. Taurocholat-Aufnahme in Abhängigkeit von der Konzentration 
bei nicht-ligierten Ratten 
 
 Akkumulations-
faktor 
Taurocholat- 
Aufnahme 
spezifische 
Akkumulation 
spezifische 
Aufnahme 
200µM     
Ratte 1 0,5327 106,54 0,0386 7,72 
Ratte 2 0,8833 176,66 0,3892 77,84 
Ratte 3 0,6866 137,32 0,1925 38,5 
Ratte 4 0,7133 142,66 0,2192 43,84 
Mittelwert 0,704 140,8 0,2099 41,98 
100µM     
Ratte 1 0,7967 79,67 0,3026 30,26 
Ratte 2 0,805 80,5 0,3109 31,09 
Ratte 3 0,6159 61,59 0,1218 12,18 
Ratte 4 0,8565 85,65 0,3624 36,24 
Ratte 5 0,6243 62,43 0,1302 13,02 
Mittelwert 0,7397 73,97 0,2456 24,56 
50µM     
Ratte 1 0,7052 35,26 0,2111 10,555 
Ratte 2 0,8571 42,86 0,363 18,15 
Ratte 3 0,8577 42,89 0,3636 18,18 
Ratte 4 0,9284 46,42 0,4343 21,715 
Mittelwert 0,8371 41,86 0,343 17,15 
25µM     
Ratte 1 1,0367 25,92 0,5426 13,565 
Ratte 2 0,9414 23,54 0,4473 11,1825 
Ratte 3 0,9176 22,94 0,4235 10,5875 
Ratte 4 0,5873 14,68 0,0932 2,33 
Ratte 5 1,008 25,2 0,5139 12,8475 
Mittelwert 0,8982 22,46 0,4041 10,1 
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 Akkumulations-
faktor 
Taurocholat-
Aufnahme 
spezifische 
Akkumulation 
spezifische 
Aufnahme 
12,5µM     
Ratte 1 1,1006 13,76 0,6065 7,58125 
Ratte 2 0,7523 9,4 0,2582 3,2275 
Ratte 3 1,0592 13,24 0,5651 7,06375 
Ratte 4 0,7962 9,95 0,3021 3,77625 
Mittelwert 0,9271 11,59 0,433 5,41 
6,25µM     
Ratte 1 0,8509 5,32 0,3568 2,23 
Ratte 2 1,1186 6,99 0,6245 3,903 
Ratte 3 0,774 4,84 0,2799 1,75 
Ratte 4 0,9532 5,96 0,4591 2,87 
Mittelwert 0,9242 5,78 0,4301 2,69 
3,125µM     
Ratte 1 0,866 2,71 0,3719 1,1622 
Ratte 2 0,9972 3,12 0,5031 1,572 
Ratte 3 0,8303 2,59 0,3362 1,0506 
Ratte 4 1,1207 3,5 0,6266 1,9581 
Mittelwert 0,9536 2,98 0,4595 1,44 
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8.4. Anhang zu 4.4. 3H-Taurocholat-Aufnahme bei gallengangsligierten Ratten 
 
Akkumulationsfaktoren 
 
ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 200 µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,4036 2,3769 1,5954 1,9125 0,8046 
 2,1909  2,1053   
 2,5361  2,0367   
Ratte 2 2,8757 2,7705 2,1547 2,0177 0,7283 
 2,6652  1,8807   
Ratte 3 2,4451 2,4451 1,8196 1,8196 0,7442 
Ratte 4 2,9394 2,8856 2,1012 2,096 0,7264 
 2,8317  2,0907   
Mittelwert     0,7509 
 
 
ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 100 µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 3,3266 3,4488 2,7494 2,6626 0,772 
 3,5709  2,5757   
Ratte 2 1,8214 1,8214 1,9947 1,9947 1,0951 
Ratte 3 3,0735 2,9551 1,9417 2,0417 0,6909 
 2,8366  2,1416   
Ratte 4 2,1788 2,6021 1,9354 1,9437 0,747 
 3,0253  1,952   
Mittelwert     0,8263 
 
 
ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 50 µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,3614 2,3614 2,0995 2,0995 0,8891 
Ratte 2 2,7362 3,0441 2,1733 2,0569 0,6757 
 3,352  1,9404   
Ratte 3 2,8551 2,8551 2,092 2,092 0,7327 
Ratte 4 3,7692 3,3819 2,4045 2,3612 0,698 
 2,9945  2,3179   
Mittelwert     0,7489 
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ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 20 µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,7782 2,7604 2,2706 2,5451 0,922 
 2,7426  2,8196   
Ratte 2 3,2978 3,1818 2,6868 2,7152 0,8536 
 3,0658  2,7436   
Mittelwert     0,8878 
 
 
ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 12,5 µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,0916 2,3078 2,0508 2,129 0,9225 
 2,524  2,2072   
Ratte 2 2,4654 2,4654 2,1222 2,1222 0,8608 
Ratte 3 2,5966 2,5966 2,5496 2,5496 0,9819 
Ratte 4 2,866 2,7706 2,2844 2,5253 0,9115 
 2,6752  2,7661   
Mittelwert     0,9192 
 
 
ligiert ³H-Taurocholat ³H-Taurocholat  
   + 3,125 µM unmarkiertes 
Taurocholat 
Verhältnis 
 Kontrolle Mittelwert Probe Mittelwert Probe/Kontrolle 
Ratte 1 2,3045 2,4058 1,8074 2,1222 0,8821 
 2,5071  2,437   
Ratte 2 2,618 2,618 2,5706 2,5706 0,9812 
Ratte 3 2,1019 2,1019 1,7136 1,7136 0,8153 
Ratte 4 2,7567 2,7567 2,5943 2,5943 0,9411 
Mittelwert     0,9049 
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8.4.1. Anhang zu 4.4.3. Taurocholat-Aufnahme in Abhängigkeit von der Konzentration  
          bei ligierten Ratten 
 Akkumulations-
faktor 
Taurocholat- 
Aufnahme 
spezifische 
Akkumulation 
spezifische 
Aufnahme 
200µM     
Ratte 1 0,8046 160,92 0,1703 34,06 
Ratte 2 0,7283 145,66 0,094 18,8 
Ratte 3 0,7442 148,84 0,1099 21,98 
Ratte 4 0,7264 145,28 0,0921 18,42 
Mittelwert 0,7509 150,18 0,1166 23,32 
100µM     
Ratte 1 0,772 77,2 0,1377 13,77 
Ratte 2 1,0951 109,51 0,4608 46,08 
Ratte 3 0,6909 69,09 0,0566 5,66 
Ratte 4 0,747 74,7 0,1127 11,27 
Mittelwert 0,8263 82,63 0,192 19,2 
50µM     
Ratte 1 0,8891 44,46 0,2548 12,74 
Ratte 2 0,6757 33,79 0,0414 2,07 
Ratte 3 0,7327 36,64 0,0984 4,92 
Ratte 4 0,698 34,9 0,0637 3,185 
Mittelwert 0,7489 37,44 0,1146 5,73 
20µM     
Ratte 1 0,922 18,44 0,2877 5,754 
Ratte 2 0,8536 17,07 0,2193 4,386 
Mittelwert 0,8878 17,76 0,2535 5,07 
12,5µM     
Ratte 1 0,9225 11,53 0,2882 3,6025 
Ratte 2 0,8608 10,76 0,2265 2,8313 
Ratte 3 0,9819 12,27 0,3476 4,345 
Ratte 4 0,9115 11,39 0,2772 3,465 
Mittelwert 0,9192 11,49 0,2849 3,56 
3,125µM     
Ratte 1 0,8821 2,76 0,2478 0,7744 
Ratte 2 0,9812 3,07 0,3469 1,0841 
Ratte 3 0,8153 2,55 0,181 0,5656 
Ratte 4 0,9411 2,94 0,3068 0,9588 
Mittelwert 0,9049 2,83 0,2706 0,85 
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